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1. Ashbya gossypii 
 
La sociedad actual es cada vez más exigente y está más concienciada en la necesidad de 
un cambio en el modelo económico y energético hacia un modelo de economía circular. 
Dentro de este contexto de transición ecológica y energética hacia un modelo de emisión 
cero de gases de efecto invernadero, el aprovechamiento de residuos industriales para 
bioprocesos de fermentación microbiana tiene una importancia cada vez mayor en la 
industria biotecnológica. Uno de los objetivos principales de la economía circular es el 
mantenimiento del valor añadido de los productos el mayor tiempo posible para una mayor 
sostenibilidad medioambiental (European Commission 2018). 
 
Una industria biotecnológica orientada hacia una bioeconomía sostenible refleja el interés 
por el estudio de las capacidades de distintos microorganismos para producir metabolitos 
de alto valor añadido a partir de residuos industriales. Algunos de estos residuos 
industriales de bajo costo son los hidrolizados lignocelulósicos ricos en xilosa, las melazas 
de la industria azucarera y el glicerol crudo entre otros co-productos de desecho industrial 
(Ravindran and Jaiswal 2016; Qin et al. 2017; Hassan, Williams, and Jaiswal 2019). 
 
En este trabajo se aborda la utilización del hongo filamentoso A. gossypii como chasis 
biotecnológico para la producción de lípidos microbianos mediante la valorización de 
formulaciones mixtas de hidrolizados lignocelulósicos ricos en xilosa, melazas de la 
industria azucarera y glicerol crudo. 
 
1.1. Biología de A. gossypii 
 
Ashbya (Eremothecium) gossypii (Fig. 1) es un hongo filamentoso de la familia 
Saccharomycetaceae que, desde el punto de vista evolutivo, está relacionado 
estrechamente con la levadura Saccharomyces cerevisiae (Dietrich et al. 2004). A. gossypii 
fue aislado por Ashby y Nowell en 1926 como agente causante de estigmatomicosis en 
plantas del algodón. El vector de propagación de las esporas de A. gossypii son insectos 
hemípteros como Dysdercus suturellus, ya que el hongo no es capaz de penetrar las 
paredes celulares vegetales a menos que ocurra una lesión mecánica (Ashby and Nowell 
1926). A. gossypii tiene un micelio cenocítico con núcleos haploides y posee uno de los 
genomas eucariotas más pequeños con 9,2*106 pb organizado en 7 cromosomas. Más del 
90% de los genes de A. gossypii presentan ortólogos en el genoma de S. cerevisiae. 
Además, existen un patrón de conservación del orden de los genes (sintenia) en amplios 






Figura 1. Morfología de A. gossypii. A, crecimiento de A. gossypii en medio sólido MA2; B, 
micrografía del micelio de A. gossypii crecido durante 5 días. 
 
A. gossypii tiene un ciclo de vida haplobióntico que comienza con una espora filiforme, 
uninucleada (Fig. 2). Su reproducción es asexual mediante esporas haploides y se 
desconoce la existencia de un ciclo de vida sexual. La germinación de las esporas se inicia 
con una fase de crecimiento isotrópico desde la zona central donde se producirán hasta 
tres rondas de divisiones nucleares. A continuación, se produce un crecimiento dicotómico, 
bipolar y apical al cabo de 8 horas de cultivo en condiciones óptimas y coincidiendo con el 
momento idóneo para la transformación genética de A. gossypii. Posteriormente, se 
produce la elongación de las hifas y la aparición de ramificaciones laterales, surgiendo 
entonces el micelio joven. Este micelio joven tiene como característica destacable que sus 
hifas crecen apicalmente en forma de Y (Fig. 2). El crecimiento micelial continúa hasta el 
agotamiento de los nutrientes, momento en el cual se produce el proceso de esporulación: 
los extremos de las hifas se separan por septos en las zonas más viejas del micelio y se 
forman los sacos esporíferos que contienen las esporas haploides del hongo en un número 
variable entre 8 y 16 (Fig. 2). Finalmente, se liberan las esporas al medio mediante la 
autolisis de los sacos esporíferos, cerrando así el ciclo de vida asexual (Jürgen Wendland 
and Walther 2005). 
 
Figura 2. Ciclo de vida de A. gossypii. Los estadios de crecimiento que se indican son: (a) fase de 
crecimiento isotrópico durante la germinación, (b) formación del tubo germinal, (c) patrón de 
ramificación bipolar, (d) micelio joven con ramificaciones laterales, (e) ramificación dicotómica apical 




1.2. Importancia biotecnológica de A. gossypii 
 
A. gossypii es un microorganismo de gran interés industrial debido a su capacidad natural 
de producir elevadas cantidades de riboflavina (vitamina B2). La superproducción de 
riboflavina causa la coloración amarilla-anaranjada típica del micelio de A. gossypii 
(Revuelta et al. 2017). La vitamina B2 se emplea como aditivo y colorante para el consumo 
humano, así como suplemento en la alimentación animal. También es utilizada para el 
tratamiento de enfermedades producidas por un déficit de la misma, como: migrañas, 
anemia drepanocítica, cataratas, etc (Sperduto et al. 1993; Schoenen, Jacquy, and 
Lenaerts 1998; Powers and Thurnham 1981). 
 
Durante el cultivo de A. gossypii se pueden distinguir dos fases que presentan 
características específicas en cuanto a la producción de biomasa, riboflavina y capacidad 
de esporulación: una fase trófica en la que la biomasa aumenta exponencialmente y la 
producción de riboflavina es mínima; y una fase productiva en la que la tasa de crecimiento 
disminuye debido al agotamiento de los nutrientes y se activa la esporulación y la 
superproducción de riboflavina (Stahmann et al. 2001). 
 
En la actualidad se dispone de numerosas herramientas moleculares que hacen de A. 
gossypii un organismo genéticamente manipulable (Aguiar, Silva, and Domingues 2017). 
Aunque en este microorganismo no existen plásmidos estables (J Wendland et al. 2000), 
se ha descrito un método de transformación eficiente mediante la integración genómica de 
DNA exógeno a través de mecanismos de recombinación homóloga (Steiner et al. 1995). 
Se dispone además de la secuencia genómica de A. gossypii (Dietrich et al. 2004), así 
como de un modelo metabólico a escala genómica (Ledesma-Amaro, Kerkhoven, et al. 
2014). También se han desarrollado métodos de ensamblaje rápido de módulos de DNA y 
expresión heteróloga adaptados a A. gossypii (Ledesma-Amaro, Jiménez, and Revuelta 
2018), así como un método CRISPR/Cas9 de edición del genoma de A. gossypii a partir 
de un solo vector (Jiménez et al. 2019) (Fig. 3). 
 
 




La superproducción de riboflavina en A. gossypii depende de un potente metabolismo 
purinogénico para la producción de GTP, que es el precursor inmediato de la vitamina B2, 
motivo por el que A. gossypii se emplea en la producción industrial de riboflavina (Revuelta 
et al. 2017). Gracias a su potente metabolismo purinogénico, se han construido cepas de 
A. gossypii que producen otros metabolitos relacionados con la riboflavina como el ácido 
fólico, la guanosina y la inosina (Ledesma-Amaro, Buey, and Revuelta 2015; Serrano-
Amatriain et al. 2016). El ácido fólico, también conocido como vitamina B9, es esencial en 
el ser humano y es utilizado, por ejemplo, para evitar problemas neurológicos del feto en 
mujeres embarazadas (Duthie 1999; Hall and Solehdin 1998). 
 
A. gossypii también puede ser utilizado como chasis biotecnológico para la producción de 
proteínas recombinantes (Aguiar, Silva, and Domingues 2017), γ-lactonas (R. Silva et al. 
2019) y lípidos microbianos (Ledesma-Amaro et al. 2015; Ledesma-Amaro, Jiménez, and 
Revuelta 2018). La selección de un chasis biotecnológico se basa en la capacidad 
biosintética de un microorganismo determinado, la disponibilidad de herramientas 
genéticas y la capacidad de ser procesado con facilidad en fermentaciones industriales. 
Por lo tanto, la selección de un organismo como chasis biotecnológico está determinada 
por la capacidad de producir un metabolito de forma natural, o bien de la existencia de una 
amplia gama de herramientas moleculares para su manipulación mediante ingeniería 
genética (Kim et al. 2012). Debido a la gran cantidad de herramientas genómicas, 
bioinformáticas y biotecnológicas disponibles en A. gossypii (Fig. 3), junto a su capacidad 
de ser empleado en fermentaciones industriales, se puede considerar como un 
microorganismo con características óptimas para su uso en procesos industriales, es decir, 
puede ser considerado un chasis biotecnológico adecuado (Wendland et al. 2000; 
Stahmann, Revuelta, and Seulberger 2000; Gattiker et al. 2007). 
 
En cuanto a la producción de lípidos, A. gossypii no se puede considerar estrictamente un 
microorganismo oleaginoso porque de manera natural no alcanza un 20% de contenido 
lipídico respecto de la biomasa total; no obstante, se ha observado que A. gossypii es 
capaz de acumular cuerpos lipídicos en el interior de sus hifas (Stahmann et al. 1994). Se 
han descrito cepas de A. gossypii capaces de alcanzar niveles elevados de contenido 
lipídico mediante el bloqueo del catabolismo de los ácidos grasos y la adición de ácido 
oleico como principal fuente de carbono en el medio de cultivo (Ledesma-Amaro, Santos, 
et al. 2014b). También se ha conseguido modificar los sistemas de elongación y 
desaturación de ácidos grasos hacia la obtención de aceites unicelulares (Single-Cell Oils, 
SCOs) con diversas aplicaciones potenciales, como la producción de biodiesel, esmaltes, 





1.3. Producción biotecnológica de lípidos microbianos 
 
Algunas de las aplicaciones de los SCOs o lípidos microbianos son la producción de 
biocombustibles, compuestos nutracéuticos y derivados de hidrocarburos (Shields-Menard 
et al. 2018; Lennen and Pfleger 2013). La utilización de microorganismos para la 
producción biotecnológica de lípidos es una alternativa más sostenible que el empleo de 
aceites vegetales o grasas animales debido a que el cultivo de microorganismos es 
independiente del clima y sus ciclos de vida son cortos. Además, el cultivo de 
microorganismos no requiere grandes terrenos de cultivo y, por lo tanto, no se produce 
competencia con la producción agrícola destinada al consumo humano o animal (Huang et 
al. 2013; R. Chen and Dou 2015). Por último, la sostenibilidad de la producción de lípidos 
microbianos está avalada por el empleo de fuentes de carbono renovables y de bajo costo, 
como las melazas de caña de azúcar, los hidrolizados de residuos lignocelulósicos o el 




2. METABOLISMO LIPÍDICO 
 
Los lípidos se acumulan en la célula en forma de ácidos grasos neutros y no en su forma 
libre. Los microorganismos evitan así que sus membranas celulares se desestabilicen 
(Koch, Schmidt, and Daum 2014). Estos lípidos neutros se acumulan en compartimentos 
celulares denominados cuerpos lipídicos que son estructuras celulares formadas por una 
acumulación de triacilglicéridos (TAG) rodeadas a su vez por una monocapa de fosfolípidos 
(Ratledge and Wynn 2002; Beopoulos, Nicaud, and Gaillardin 2011). 
 
2.1. Biosíntesis de lípidos 
 
El precursor inmediato de la biosíntesis de ácidos grasos es el acetil-CoA (AcCoA) que se 
condensa para formar malonil-CoA mediante una reacción enzimática catalizada por la 
enzima acetil-CoA carboxilasa, codificada por el gen ACC1 (Fig. 4). La actividad de la 
enzima Acc1 es un paso limitante en la biosíntesis de ácidos grasos y está regulada en dos 
niveles: mediante inhibición por producto final mediada por acil-CoA, y por fosforilación 
dependiente de la proteína quinasa Snf1 (Qiao et al. 2015). En este sentido, se ha descrito 
que en la proteína Snf1 de S. cerevisiae, la sustitución de los residuos de serina (Ser) 
Ser659 y Ser1157 por residuos no fosforilables da como resultado una mayor actividad de 
Acc1 (Shi et al. 2014). 
 
El complejo enzimático FAS (Fatty Acid Syntase) codificado por los genes FAS1 y FAS2, 
cataliza la condensación cíclica del AcCoA y el malonil-CoA formando así una cadena 
saturada de 14 a 18 carbonos. En cada ciclo de condensación se requieren dos moléculas 
de NADPH en forma de poder reductor, poniendo de manifiesto la importancia del 
mantenimiento del equilibrio de cofactores en estrategias enfocadas al aumento de la 
biosíntesis de lípidos (Beopoulos, Nicaud, and Gaillardin 2011). 
 
Una vez se han sintetizado las cadenas de ácidos grasos saturados (C16:0, ácido 
palmítico; C18:0, ácido esteárico), los sistemas de elongación de ácidos grasos catalizan 
la síntesis de ácidos grasos de cadena larga (desde C18:0 hasta C26:0) (Fig. 4). Además, 
los sistemas de desaturación de ácidos grasos catalizan la formación de dobles enlaces en 
la cadena para dar lugar a ácidos grasos insaturados (Ledesma-Amaro, Santos, et al. 
2014a). Por lo tanto, la actividad de los sistemas de elongación y desaturación determinan 






Figura 4. Representación esquemática del metabolismo lipídico en A. gossypii. Las líneas rojas 
indican puntos de regulación negativa; la línea verde indica activación transcripcional. Acc1, acetil-
CoA carboxilasa; Snf1, proteína quinasa dependiente de AMP; FAS, Ácido Graso Sintasa; Elo624 y 
Elo586, elongasas de ácidos grasos; Ole1,2, desaturasa Δ9; MGA2, gen regulador de Ole1,2; 
Des589, desaturasa 589; Dga1, diacilglicerol aciltransferasa; Pox1, acil-CoA oxidasa; Fox2, enzima 
multifuncional: hidroxiacil-CoA deshidrogenasa y enoil-CoA hidratasa; Fox3, oxoacil tiolasa 
 
En A. gossypii se han caracterizado los sistemas de elongación y desaturación de ácidos 
grasos. Se han descrito dos elongasas: Elo624 y Elo586, codificadas por los genes 
AgELO624 (AFR624W) y AgELO586 (AFR586W), respectivamente. La elongasa Elo624 
añade hasta dos moléculas de AcCoA al ácido esteárico (C18:0) llegando a sintetizar ácido 
araquídico (C20:0) y ácido behénico (C22:0), mientras que la elongasa Elo586 puede 
añadir hasta cuatro moléculas de AcCoA al ácido esteárico (C18:0), sintetizando así los 
ácidos grasos araquídico (C20:0), behénico (C22:0), lignocérico (C24:0) y cerótico (C26:0) 
(Ledesma-Amaro, Santos, et al. 2014a) (Fig. 4).  
 
Por otra parte, se han identificado dos desaturasas en A. gossypii: Δ9 y Δ12 que introducen 
un doble enlace en el noveno y duodécimo carbono de las cadenas de ácidos grasos, 
respectivamente. La desaturasa Δ9 introduce la primera insaturación en los ácidos grasos 
saturados, C16:0 y C18:0 mayoritariamente, aunque también es capaz de insaturar ácidos 
grasos de cadena larga (Ledesma-Amaro, Santos, et al. 2014a) (Fig. 4). La desaturasa Δ12 
produce ácido linoleico (C18:2) a partir ácido oleico (C18:1) (Ledesma-Amaro, Santos, et 
al. 2014a). La desaturasa Δ9 está codificada por el gen OLE1 en S. cerevisiae (Stukey, 
McDonough, and Martin 1990), mientras que A. gossypii posee dos genes que codifican 
enzimas con actividad desaturasa Δ9: AgOLE1 (AAR153C) y AgOLE2 (AAR078C) 
(Ledesma-Amaro, Santos, et al. 2014a). La regulación transcripcional del gen OLE1 se 
lleva a cabo por las proteínas codificadas por los genes MGA2 y SPT23 en S. cerevisiae 
(Shirong Zhang, Skalsky, and Garfinkel 1999), mientras que en A. gossypii únicamente la 




et al. 2017). El gen ACR165W de A. gossypii es ortólogo de los genes MGA2 y SPT23 de 
S. cerevisiae. Estos dos genes de S. cerevisiae tienen una función redundante y son 
consecuencia de un evento de duplicación genómica (Dietrich et al. 2004). La proteína de 
membrana del retículo endoplasmático Mga2 es un regulador positivo de los genes OLE1 
y OLE2 de A. gossypii, pero en su forma truncada en el extremo C-terminal (Mga2-ΔC-
term) carece de la región de anclaje al retículo endoplasmático. Por tanto, Mga2-ΔC-term 
es una proteína soluble citoplasmática con transporte entre el núcleo y el citoplasma 
(Martin, Oh, and Jiang 2007; Liu et al. 2015). La proteína Mga2 es necesaria para la 
estabilización del mRNA de OLE1 cuando se utiliza glucosa como fuente de carbono, 
mientras que en medios basados en ácido graso oleico como fuente de carbono dicha 
proteína desestabiliza el transcrito de OLE1 (Martin, Oh, and Jiang 2007). En A. gossypii, 
la sobreexpresión de MGA2 produce una hiperactivación de OLE1 en un medio basado en 
glucosa como fuente de carbono y un 62% más de ácidos grasos totales que el tipo silvestre 
(Lozano-Martínez et al. 2017). Sin embargo, si se suplementa dicho medio de cultivo con 
ácido oleico, la sobreexpresión de MGA2 desestabiliza el transcrito de OLE1, disminuyendo 
así la acumulación total de lípidos. Por otro lado, la expresión de la proteína Mga2-ΔC-term 
provoca un aumento del contenido total de ácidos grasos en A. gossypii en ambos tipos de 
medio de cultivo, alcanzando un 25% de contenido lipídico en medios de cultivo 
suplementados con un 2% de ácido oleico. Este dato coincide con los resultados 
observados en S. cerevisiae, donde la sobreexpresión de la forma truncada de Mga2 
condujo a un aumento del contenido total de ácidos grasos (Kaliszewski et al. 2008). 
 
Los TAGs se forman a partir de la condensación de una molécula de glicerol-3-fosfato con 
tres de acil-CoA. En primer lugar, dos moléculas de acil-CoA se unen secuencialmente por 
transesterificación a una molécula de glicerol-3-fosfato formando así el ácido fosfatídico. 
En segundo lugar, el ácido fosfatídico sufre una defosforilación para formar diacilglicerol, 
que es el sustrato de la enzima Dga1 (diacilglicerol aciltransferasa) y que cataliza el último 
paso de formación de los TAGs (Ratledge 2004) (Fig. 4). DGA1 además influye de manera 
significativa en la acumulación total de lípidos tanto en S. cerevisiae (Sandager et al. 2002) 
como en Yarrowia lipolytica (Ledesma-Amaro and Nicaud 2016). 
 
2.2. Catabolismo lipídico 
 
El catabolismo lipídico proporciona energía a la célula mediante la degradación de los 
ácidos grasos a través de la β-oxidación (Poirier et al. 2006). Dichos ácidos grasos se 
movilizan desde los cuerpos lipídicos mediante lipasas (Beopoulos, Nicaud, and Gaillardin 
2011). El proceso de β-oxidación es una secuencia cíclica de reacciones en las que se 




El bloqueo de rutas de degradación de lípidos, como la β-oxidación, es una de las 
estrategias más comunes para aumentar la acumulación de lípidos en microorganismos. 
El primer paso de la β-oxidación está catalizado por la enzima acil-CoA oxidasa, codificada 
por el gen AgPOX1 (AER358C) en A. gossypii (Fig. 4), cuya deleción produce un 
incremento notable en la acumulación total de lípidos (Ledesma-Amaro, Santos, et al. 
2014b). La deleción de homólogos de POX1 para favorecer la acumulación de lípidos se 
ha descrito en otros organismos como S. cerevisiae o Y. lipolytica (Leber and Da Silva 





3. METABOLISMO DE XILOSA EN MICROORGANISMOS 
 
La xilosa es el azúcar más común en la biomasa vegetal después de la glucosa. Por lo 
tanto, desde un punto de vista biotecnológico, resulta esencial conocer el metabolismo de 
la xilosa para implementar bioprocesos fermentativos que emplean xilosa como fuente de 
carbono.  
 
Existen dos vías de utilización de la xilosa: la ruta XR-XDH-XK (xilosa reductasa-xilitol 
deshidrogenasa-xilulosa quinasa) y la ruta XI-XK (xilosa isomerasa-xilulosa quinasa) (Fig. 
5). La ruta XR-XDH-XK es la más común en organismos eucariotas capaces de utilizar 
xilosa como la levadura Scheffersomyces stipitis (Eliasson et al. 2000). En esta vía se forma 
xilulosa-5-fosfato (Xu5P) desde xilosa a través de tres reacciones enzimáticas catalizadas 
por las enzimas xilosa reductasa (XR), xilitol deshidrogenasa (XDH) y xilulosa quinasa (XK) 
(Fig. 5). Cabe destacar que las enzimas XR y XDH presentan un requerimiento diferencial 
de cofactores: mientras que la XR necesita NADPH, la XDH requiere NAD+. Por lo tanto, el 
mantenimiento del equilibrio de cofactores es importante para evitar que se generen cuellos 
de botella metabólicos por saturación de actividades enzimáticas. Una vía alternativa de 
utilización de la xilosa es la ruta XI-XK, presente en bacterias como Bacteroides (Mert et 
al. 2017), o en algunos hongos anaeróbicos como Piromyces sp. (Son, Lee, and Kim 2018). 
En la ruta XI-XK, la enzima xilosa isomerasa (XI), que se ve inhibida por xilitol, cataliza la 
formación directa de xilulosa a partir de xilosa (Fig. 5) (Oreb et al. 2012). Una vez que se 
ha sintetizado Xu5P, el flujo metabólico de xilosa se dirige hacia la ruta de las pentosas 
fosfato y la glucólisis, produciendo así energía y poder reductor en forma de NADPH y 
NADH. 
 
Figura 5. Metabolismo de xilosa en Ashbya gossypii. Gre3, xilosa reductasa (XR); Xyl2, xilitol 





3.1. Ruta de las pentosas fosfato 
 
La ruta de las pentosas fosfato se divide en dos fases: la fase oxidativa y la fase no 
oxidativa. En la fase oxidativa se obtiene como producto final ribulosa-5-fosfato (Ru5P) a 
partir de glucosa-6-fosfato (G6P). Consta de tres reacciones enzimáticas, la primera de 
ellas dirigida por la enzima glucosa-6-P deshidrogenasa (G6P DH), codificada por el gen 
ZWF1 en S. cerevisiae, que cataliza el paso de G6P a 6-fosfogluconolactona y genera 
NADPH. La segunda enzima de la fase oxidativa es la 6-fosfogluconolactonasa, codificada 
por el gen SOL3 en S. cerevisiae, que produce 6-fosfogluconato mediante la hidrólisis de 
la 6-fosfogluconolactona. El tercer y último paso de la fase oxidativa de la ruta de las 
pentosas fosfato lo cataliza la enzima 6-fosfogluconato deshidrogenasa (6-fosfogluconato 
DH), codificada por el gen GND1 en S. cerevisiae, y consiste en la descarboxilación 
oxidativa del 6-fosfogluconato hacia la producción de Ru5P, generando NADPH y CO2 en 
el proceso (Stincone et al. 2015; Berg, Tymoczko, and Stryer 2002). 
 
La fase no oxidativa de la ruta de las pentosas fosfato consiste en una serie de reacciones 
reversibles de interconversión de pentosas fosfato. La Ru5P generada en la fase oxidativa 
puede ser metabolizada hacia la síntesis de ribosa-5-fosfato (R5P) mediante la Ru5P 
isomerasa, o bien hacia la síntesis de Xu5P mediante la Ru5P epimerasa. Las siguientes 
reacciones llevadas a cabo por las enzimas transcetolasa y transaldolasa, codificadas por 
los genes TKL1 y TAL1 en S. cerevisiae, catalizan la interconversión de distintas pentosas 
para finalmente obtener fructosa-6-fosfato (F6P) y gliceraldehído-3-fosfato (GAP), ambos 
intermediarios de la glucólisis, cerrando así la fase no oxidativa de la ruta de las pentosas 
fosfato (Fig. 6). Esta ruta metabólica conecta los procesos metabólicos que producen 
NADPH con los que generan NADH y ATP (Stincone et al. 2015; Berg, Tymoczko, and 
Stryer 2002). 
 
Figura 6. Ruta pentosas fosfato. La fase oxidativa está resaltada en fondo verde, mientras que en 
fondo azul se representa la fase no oxidativa. G6P DH, glucosa-6-fosfato deshidrogenasa; 6-




3.2. Ruta de la Fosfocetolasa 
 
En algunas bacterias y hongos filamentosos existe una ruta alternativa que dirige el flujo 
metabólico desde Xu5P hacia la síntesis de GAP y AcCoA, llamada ruta de la fosfocetolasa 
(De Jong et al. 2014). Se ha descrito que el aumento de precursores de la síntesis de 
lípidos, como el AcCoA o el malonil-CoA, provoca un incremento en la producción lipídica 
(J. Wang et al. 2016; Tang, Feng, and Chen 2013); por tanto, la sobreactivación de esta 
ruta permite canalizar flujo metabólico desde la fermentación de la xilosa hacia la 
biosíntesis de precursores lipídicos (De Jong et al. 2014) (Fig. 5). En esta vía metabólica 
participan tres enzimas: la Xu5P fosfocetolasa (xpkA) que cataliza la síntesis de GAP y 
acetil-fosfato a partir de Xu5P, la fosfotransacetilasa (pta) que produce AcCoA a partir de 
acetil-fosfato (Fig. 5) y la acetato quinasa (ack) que produce acetato a partir de acetil-fosfato 
(Papini et al. 2012). 
 
En Aspergillus nidulans, la utilización de esta vía metabólica conduce a un aumento del 
flujo de carbono hacia acetato y AcCoA (Papini et al. 2012). De hecho, la sobreexpresión 
heteróloga en S. cerevisiae de los genes de A. nidulans y Bacillus subtilis que codifican 
para las enzimas xpkA y pta induce un aumento en el pool celular de AcCoA, que provoca 
un aumento de la producción de derivados lipídicos (De Jong et al. 2014). 
 
3.3. Estrategias biotecnológicas para la optimización del aprovechamiento de xilosa 
 
Se han descrito distintas modificaciones que posibilitan la fermentación de pentosas en 
algunos organismos, como la levadura S. cerevisiae. La identificación y optimización de 
transportadores eficientes de pentosas y la canalización del flujo metabólico hacia la 
glucólisis y la ruta de las pentosas fosfato son algunas de ellas. También se han descrito 
estrategias de optimización del uso de xilosa mediante la inhibición de rutas metabólicas 
competidoras y la expresión heteróloga de rutas alternativas de utilización de pentosas 
como la ruta de la fosfocetolasa (S. R. Kim et al. 2013; Demeke et al. 2013).   
 
La expresión heteróloga de los genes XYL1 y XYL2 de S. stipitis, que codifican para las 
enzimas XR y XDH respectivamente, permite el crecimiento de S. cerevisiae en medios de 
cultivo con xilosa como fuente de carbono principal (Walfridsson et al. 1997). Una estrategia 
alternativa para optimizar el aprovechamiento de xilosa en S. cerevisiae consiste en la 
sobreexpresión del gen que codifica para la enzima XI de Piromyces sp. Esta cepa 
modificada de S. cerevisiae es capaz de utilizar xilosa como fuente de carbono en 
condiciones de anaerobiosis después de una adaptación evolutiva (Kuyper et al. 2003). 




manifiesto que la tasa de consumo de xilosa, la productividad específica de etanol y la 
concentración final de etanol fueron significativamente más altas cuando se expresaba la 
vía XR-XDH-XK. Por tanto, la mejor alternativa para la optimización del aprovechamiento 
de xilosa en hongos y levaduras parece ser la vía XR-XDH-XK (Karhumaa et al. 2007).  
 
En relación con la ruta de las pentosas fosfato, se ha descrito que la deleción de los genes 
que codifican G6P DH y 6-fosfogluconato DH contribuye a equilibrar el ratio NADPH/NAD+ 
y, por tanto, produce un incremento de la tasa de crecimiento con xilosa como única fuente 
de carbono (Jeppsson and Gorwa-grauslund 2002). El equilibrio de cofactores podría 
reducir así la acumulación de xilitol como subproducto debido a que la enzima XDH 
requiere NAD+ como cofactor (Jeppsson and Gorwa-grauslund 2002) (Fig. 5). Sin embargo, 
esta situación podría resultar desventajosa para la producción biotecnológica de lípidos a 
partir de xilosa como fuente de carbono, ya que el incremento de la biosíntesis de lípidos 
depende de unos niveles de NADPH elevados (Qiao et al. 2017; Silverman et al. 2016). 
Por tanto, la manipulación de los niveles de expresión de los genes que codifican para las 
enzimas de la fase oxidativa de la ruta de las pentosas fosfato podría resultar de gran 
importancia para la biosíntesis lipídica (H. Chen et al. 2015; Wasylenko, Ahn, and 
Stephanopoulos 2015). Se han llevado a cabo otras manipulaciones genéticas para 
incrementar la producción de NADPH, como la manipulación de la enzima málica en S. 
cerevisiae, que cataliza la formación de NADPH y piruvato a partir de malato y de NADP+ 
(Moreira Dos Santos et al. 2004). Asimismo, la sobreexpresión de los genes que codifican 
Ru5P epimerasa, Ru5P isomerasa, TKL y TAL conduce a un aumento de la tasa de 
crecimiento en xilosa (Johansson and Hahn-Hägerdal 2002). En este sentido, se ha 
descrito que la deleción de PHO13 en S. cerevisiae conduce a una mejora del 
aprovechamiento de xilosa como fuente de carbono principal. Esta mejora en la utilización 
de xilosa podría deberse a la sobreexpresión de genes de la ruta de las pentosas fosfato, 
como GND1 y ZWF1, inducida por la deleción de PHO13 (Pho13, para-nitrofenil fosfatasa) 
(Bamba, Hasunuma, and Kondo 2016; S. R. Kim et al. 2015; Van Vleet, Jeffries, and Olsson 
2008). 
 
Otros trabajos previos han descrito diferentes manipulaciones de las rutas de biosíntesis 
de ácidos grasos y triglicéridos para mejorar la producción de lípidos a partir de xilosa. Por 
ejemplo, en la levadura oleaginosa Y. lipolytica, se ha demostrado que la combinación de 
la expresión heteróloga de la vía oxidorreductasa (XR-XDH) de S. stipitis junto a la 
sobreexpresión de la enzima XK endógena produce un aumento de la acumulación de 
lípidos a partir de xilosa (Ledesma-Amaro et al. 2016; Li and Alper 2016). En 
Rhodosporidium toruloides, la sobreexpresión simultánea de los genes ACC1 y DGA1 




carbono (Shuyan Zhang et al. 2016). Asimismo, la optimización de las condiciones de 
cultivo en Mortierella isabellina mejoró la acumulación lipídica hasta alcanzar un 64% de 
lípidos respecto a la biomasa total (Gao et al. 2013). 
 
3.4. Importancia de los transportadores de hexosas y pentosas en el co-transporte 
de azúcares 
 
La utilización de pentosas se ve inhibida por la presencia de glucosa en el medio de cultivo 
(Gancedo 1998). En consecuencia, el uso de mezclas de pentosas/hexosas como fuente 
de carbono puede verse obstaculizado por mecanismos que afectan a la utilización 
simultánea de glucosa y xilosa. 
 
La mayoría de los organismos metabolizan azúcares mixtos secuencialmente y muestran 
preferencia por la glucosa. Esto se conoce como crecimiento diáuxico o bifásico, y está 
regulado por un mecanismo llamado represión catabólica por carbono (CCR). El 
mecanismo CCR está controlado por los reguladores SNF1/MIG1 (Gancedo 1998), y se ve 
reforzado por la ausencia de transportadores de alta afinidad para los azúcares de pentosa 
como la xilosa y la arabinosa (Leandro, Fonseca, and Gonçalves 2009). En S. cerevisiae, 
el transporte de pentosas al interior celular se lleva a cabo a través de transportadores de 
hexosas (Hxt), convirtiéndose en un cuello de botella para la utilización de xilosa (Kwak 
and Jin 2017). Los transportadores de hexosas Hxt son capaces de realizar esta función 
gracias a dominios de unión a hexosas y/o pentosas (Young et al. 2014). Sin embargo, a 
pesar de estos motivos de unión tanto a hexosas como a pentosas, el co-transporte de 
azúcares se ve dificultado debido a que los transportadores están regulados a nivel de 
expresión génica y a una mayor afinidad por glucosa. 
 
En este contexto, se han implementado diferentes estrategias para mejorar el transporte 
de pentosas para aplicaciones biotecnológicas, incluida la sobreexpresión de genes HXT 
nativos y modificados, la sobreexpresión heteróloga de transportadores de xilosa y la 
adaptación evolutiva de cepas que utilizan xilosa como fuente de carbono (G. Zhang et al. 
2015; Li and Alper 2016). En S. cerevisiae, la sobreexpresión constitutiva de los 
transportadores de hexosa Hxt7 y Gal2 resultó en una mejora en el consumo de xilosa en 
presencia de glucosa (Subtil and Boles 2012). Además, la evolución dirigida de los 
transportadores de hexosa ha llevado a la identificación de residuos que son importantes 
para la selectividad del azúcar, como el residuo de arginina N376 de Gal2 en S. cerevisiae 
(Farwick et al. 2014). De hecho, se ha descrito que sustituciones del residuo N376 
homólogo en diferentes transportadores mejoran el consumo de xilosa (M. Wang, Yu, and 





Por tanto, el desarrollo de microorganismos capaces de utilizar simultáneamente mezclas 
de pentosas/hexosas como fuente de carbono, es uno de los principales desafíos para 





4. APROVECHAMIENTO DE RESIDUOS INDUSTRIALES 
 
La gran mayoría de los estudios de acumulación de lípidos en microorganismos se basan 
en el empleo de medios de cultivo con aceites sintéticos o con glucosa como fuente de 
carbono (Ratledge 2004). Sin embargo, la utilización de residuos industriales como fuente 
de carbono tiene un gran interés desde el punto de vista medioambiental y económico (G. 
Zhang et al. 2015). En consecuencia, numerosos estudios se han orientado hacia la 
valorización de sustratos de bajo costo, tales como hidrolizados lignocelulósicos, glicerol 
crudo, melazas, aceite de cocina usado y otros residuos orgánicos de origen animal o 
vegetal (Sarria, Kruyer, and Peralta-Yahya 2017; Ravindran and Jaiswal 2016; Qin et al. 
2017). 
 
Las melazas o “mieles finales” son residuos de la cristalización final del azúcar de la 
industria azucarera. Las melazas son una mezcla muy heterogénea de diferentes 
componentes que varían en función del origen de las melazas: la caña de azúcar, la 
remolacha, etc. El componente mayoritario de las melazas es la sacarosa, aunque también 
se encuentran en diferentes proporciones glucosa, fructosa y compuestos nitrogenados. 
Las melazas también contienen ácidos orgánicos y fenoles que pueden actuar como 
inhibidores del crecimiento microbiano (Converti et al. 1988). Las melazas se han empleado 
en la elaboración de medios de cultivo de microorganismos. Por ejemplo, la levadura Y. 
lipolytica y especies del género Aspergillus se han utilizado para producir biolípidos y xilitol, 
respectivamente, a partir de la fermentación industrial de melazas (Rakicka et al. 2015; 
Kamat et al. 2013). En A. gossypii se ha descrito una enzima invertasa, codificada por el 
gen AgSUC2 (AFR529W), responsable de la asimilación de sacarosa (Aguiar et al. 2014). 
Esta enzima invertasa es secretada al medio extracelular y es capaz de hidrolizar la 
sacarosa de las melazas hasta formar glucosa y fructosa, que son transportadas al interior 
celular mediante transportadores de hexosas (Aguiar et al. 2014) (Fig. 7). A. gossypii es 
capaz de crecer utilizando melazas como fuente de carbono principal gracias a la actividad 






Figura 7. Utilización de los componentes mayoritarios (xilosa, glicerol y sacarosa) de diferentes 
residuos industriales (hidrolizados lignocelulósicos, glicerol crudo y melazas de cañas de azúcar) 
como fuentes de carbono en Ashbya gossypii. Las proteínas transportadoras están representadas 
como círculos grises en la membrana de la célula. GRE3 codifica la xilosa reductasa (XR); XYL2 
codifica la xilitol deshidrogenasa (XDH); XKS1 codifica la xilulosa quinasa (XK); glicerol-3-P DH, 
glicerol-3-fosfato deshidrogenasa 
 
En una sociedad cada vez más concienciada en la necesidad de evolucionar hacia un 
modelo energético sostenible, se produce una demanda cada vez mayor de la utilización 
de combustibles como el biodiesel en detrimento de otros más contaminantes, como los 
combustibles fósiles. Esta demanda creciente de biodiesel producirá un exceso de glicerol 
crudo como residuo industrial, ya que en la producción de biodiesel mediante la 
transesterificación de aceites vegetales y grasas animales se genera glicerol crudo como 
subproducto, el cual podría ser utilizado como sustrato para fermentaciones microbianas 
(G. P. da Silva, Mack, and Contiero 2009). Algunos ejemplos de la bioconversión de glicerol 
en metabolitos de alto valor añadido son la producción de biolípidos, biosurfactantes, 
polihidroxialcanoatos, pigmentos, etanol, 1,3-propanediol, dihidroxiacetona y ácidos 
orgánicos como el ácido succínico, propiónico y cítrico (Hao et al. 2015; G. P. da Silva, 
Mack, and Contiero 2009). En S. cerevisiae, la asimilación de glicerol se produce mediante 
las enzimas glicerol quinasa y glicerol-3-fosfato deshidrogenasa (Fig. 7), generando 
dihidroxiacetona y NADH (G. P. da Silva, Mack, and Contiero 2009). 
 
Los hidrolizados de residuos lignocelulósicos procedentes de biomasa vegetal son de gran 
importancia en la industria de biorrefinería lignocelulósica. Esta industria tiene un gran peso 




europea (Hassan, Williams, and Jaiswal 2019). Los hidrolizados de residuos 
lignocelulósicos son ricos en xilanos, donde el 35% de sus componentes son pentosas, 
fundamentalmente xilosa, que algunos microorganismos son capaces de utilizar como 
fuente de carbono (Niehus et al. 2018; Parreiras et al. 2014; Sato et al. 2013). Este tipo de 
residuo industrial es generado en empresas especializadas en la producción de 
biocombustibles como el bioetanol, lo que provoca un abaratamiento en la utilización de 
este residuo como fuente de carbono frente a otros sustratos como la glucosa. Un ejemplo 
de microorganismo capaz de utilizar este residuo industrial como fuente de carbono es Y. 
lipolytica, capaz de producir biolípidos en un medio de cultivo con hidrolizados de residuos 
de agave como fuente de carbono (Huang et al. 2013; Niehus et al. 2018). También se han 
descrito cepas de S. cerevisiae capaces de producir etanol utilizando hidrolizados de 



































El objetivo general de este estudio consiste en la producción de biolípidos en A. gossypii 
mediante el aprovechamiento de residuos industriales, principalmente ricos en xilosa. 
 
Para alcanzar este objetivo se han empleado técnicas de ingeniería metabólica que 
permiten canalizar el flujo metabólico desde la ruta de asimilación de xilosa hacia la síntesis 
de lípidos en A. gossypii. 
 
Los objetivos específicos de este estudio son los siguientes: 
 
1. Desarrollo de cepas de A. gossypii capaces de metabolizar xilosa 
2. Caracterización y optimización del transporte de xilosa en A. gossypii 
3. Redirección del flujo metabólico desde intermediarios del metabolismo de la xilosa 
hacia la biosíntesis de lípidos en A. gossypii 
4. Utilización de residuos industriales como fuente de carbono para la producción de 
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1. MATERIAL BIOLÓGICO 
 
1.1. Cepas de A. gossypii 
 
Tabla 1. Cepas A. gossypii utilizadas en este trabajo: 
CEPA GENOTIPO 
A4 Silvestre ATCC 10895 (cepa wild-type, WT) 
A625 loxPMKanR -PGPD1 -GRE3 
A626 loxPMKanR -PGPD1 -XKS1 
A627 loxPMKanR -PGPD1 -XYL2 
A630 PGPD1 -GRE3 
A631 PGPD1 -XKS1 
A632 PGPD1 -XYL2 
A637 PGPD1 -GRE3 ; loxPMKanR -PGPD1 -XKS1 
A644 PGPD1 -GRE3 ; loxPMKanR -PGPD1 -XYL2 
A645 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 
A659 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XYL2 
A660 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; loxPMKanR -PGPD1 -XYL2 
A665 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 (cepa GXX) 
A669 loxPMKanR -PGPD1 -pta::ADR304W 
A673 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ;  loxPMKanR -PGPD1 -pta::ADR304W 
A677 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ;  loxPMKanR -POX1Δ 
A678 PGPD1 -pta::ADR304W 
A695 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W 
A725 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  loxPMKanR -PGPD1 -
xpkA::AGL034C 
A726 PGPD1 -pta::ADR304W ;  loxPMKanR -PGPD1 -xpkA::AGL034C 
A729 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C  
(cepa GXX-PX) 
A731 loxPMKanR -AFL204CΔ 
A732 loxPMKanR -AFL205CΔ 
A733 loxPMKanR -AFL207CΔ 
A734 loxPMKanR -AFR602WΔ 
A735 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -ADR091WΔ 
A736 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -AFL204CΔ 
A737 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -AFL205CΔ 
A738 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C ;  loxPMKanR -POX1Δ 
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A739 loxPMKanR -ADR091WΔ 
A740 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -AFR602WΔ 
A741 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ 
A742 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL204CΔ 
A743 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -AFL207CΔ 
A745 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  loxPMKanR -AFL207CΔ 
A746 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL204CΔ ;  loxPMKanR -AFL205CΔ 
A747 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL204CΔ ;  loxPMKanR -AFL207CΔ 
A748 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -PGPD1 -AFL205C 
A752 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ 
A753 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL204CΔ ; AFL207CΔ 
A757 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  loxPMKanR -
AFL204CΔ 
A763 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL204CΔ ; AFL207CΔ ;  loxPMKanR -
AFR602WΔ 
A764 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  AFL204CΔ 
A765 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C 
A766 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  AFL204CΔ ; 
loxPMKanR -ADR091WΔ 
A772 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -ABR223CΔ 
A773 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -AEL042CΔ 
A778 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  AFL204CΔ ; 
ADR091WΔ 
A784 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -MGA2-ΔC-term 
A785 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C ; loxPMKanR -MGA2-ΔC-term 
A786 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  AFL204CΔ ; 
loxPMKanR -ABR223CΔ 
A788 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; MGA2-ΔC-term 
A789 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C ; MGA2-ΔC-term 
A799 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  AFL204CΔ ; 
loxPMKanR -AFR602WΔ 
A800 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; AFL205CΔ ;  AFL207CΔ ;  AFL204CΔ ; 
loxPMKanR -AEL042CΔ 
A805 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) 
A824 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; loxPMKanR -PGPD1 
-AFL204C 
A825 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; loxPMKanR -PGPD1 
-AFL207C 
A828 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; loxPMKanR -PGPD1 -ACC1*(S659A;S1155A) 




1.2. Cepas de E. coli 
 










PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::ΔAGL034C ; MGA2-ΔC-term ; loxPMKanR -PGPD1 -ACC1*(S659A;S1155A) 
A830 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; PGPD1 -AFL204C 
A831 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; PGPD1 -AFL207C 
A834 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C ; loxPMKanR -PGPD1 -
AFL204C 
A835 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C ; loxPMKanR -PGPD1 -
AFL207C 
A836 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; PGPD1 -AFL204C 
; loxPMKanR -PGPD1 -AFL207C 
A837 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; PGPD1 -AFL207C 
; loxPMKanR -PGPD1 -AFL204C 
A839 PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C ; PGPD1 -AFL204C 
A842 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C ; MGA2-ΔC-term ; PGPD1 -ACC1*(S659A;S1155A) 
A843 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C ; PGPD1 -AFL204C ; 
loxPMKanR -PGPD1 -AFL207C 
A844 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C*(N355V) ; PGPD1 -AFL207C 
; PGPD1 -AFL204C 
A847 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -AFL205C ; PGPD1 -AFL204C ; PGPD1 -
AFL207C 
A862 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C ; loxPMKanR -PGPD1 -ACC1*(S659A;S1155A) 
A863 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; MGA2-ΔC-term ; loxPMKanR -PGPD1 -
ACC1*(S659A;S1155A) 
A877 
PGPD1 -GRE3 ; PGPD1 -XKS1 ; PGPD1 -XYL2 ; PGPD1 -pta::ADR304W ;  PGPD1 -
xpkA::AGL034C ; MGA2-ΔC-term ; PGPD1 -ACC1*(S659A;S1155A) ;  loxPMKanR -PGPD1 -
DGA1::AFR171W 
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2. MEDIOS Y CONDICIONES DE CULTIVO 
 
2.1. Medios y condiciones de cultivo de A. gossypii 
 
Los medios de cultivo líquido de A. gossypii fueron ajustados a un pH de 6,8 con NaOH 
10N y HCl 10N. Las condiciones de incubación de A. gossypii fueron las siguientes: 28-
30ºC de temperatura con agitación a 200 r.p.m. 
 
Todos los medios sólidos contenían agar al 2%. Cuando se utilizaron como medio de 
selección se añadió geneticina (G418) o higromicina a una concentración de 50 µg/mL. 
 
Las distintas fuentes de carbono (xilosa, glucosa e hidrolizados lignocelulósicos Corn Cob) 
se filtraron y añadieron a todos los medios de cultivo previamente autoclavados para evitar 
la caramelización de la xilosa y la glucosa. 
 




2 % glucosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MA2 4G 
4 % glucosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MA2 8G 
8 % glucosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MA2 2OLE 
2 % glucosa, 2% ácido oleico1 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MX2  
(medio rico) 
2 % xilosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MX2 4X 
4 % xilosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MX2 8X 
8 % xilosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MX2 0.2G 
2 % xilosa, 0,2% glucosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MX2 2G 
2 % xilosa, 2% glucosa, 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 
MX2 2OLE 
2 % xilosa, 2% ácido oleico 2 % bactopeptona,  
0,2 % extracto de levadura, 0,06 % mio-inositol 






1 % glucosa, 0,3 % soytona (soybean meal), 0,3 % extracto de 
levadura,  
0,3% extracto de malta, 2 % corn step liquor 
AFM 2X 
(medio rico) 
2 % xilosa, 1 % triptona,  
1 % extracto de levadura, 0,1 % mio-inositol 
AFM XG 
1 % xilosa, 1% glucosa, 1 % triptona,  
1 % extracto de levadura, 0,1 % mio-inositol 
AFM XGOH 
1 % xilosa, 1% glicerol, 1 % triptona,  
1 % extracto de levadura, 0,1 % mio-inositol 
AFM 100CCh+4M 
100 % hidrolizados Corn Cob (CCh)2, 4% melazas caña azúcar3,  
1 % triptona, 1 % extracto de levadura, 0,1 % mio-inositol 
AFM 50CCh+4M 
50 % hidrolizados Corn Cob (CCh), 4% melazas caña azúcar, 1 % 
triptona,  
1 % extracto de levadura, 0,1 % mio-inositol 
AFM 
50CCh+1GOHcr 
50 % hidrolizados Corn Cob (CCh), 1% glicerol crudo4, 1 % triptona,  
1 % extracto de levadura, 0,1 % mio-inositol 
1el ácido oleico se somete a sonicación para preparar una emulsión y se añade al medio previamente 
autoclavado (20% de ácido oleico, 0,5% de Tween 40 y 79,5% de agua estéril) 
2los hidrolizados de residuos lignocelulósicos (Corn Cob, CCh) fueron preparados como se indica 
en el apartado “2.1.1. Preparación y detoxificación de hidrolizados de residuos lignocelulósicos” de 
este trabajo 
3las melazas provenientes de la caña de azúcar fueron proporcionadas por “Refinarias de Açucar 
Reunidas, S.A. (Porto, Portugal) 
4el glicerol crudo fue preparado como se indica en el apartado “2.1.2 Preparación y detoxificación 
del glicerol crudo” de este trabajo 
 
2.1.1. Preparación y detoxificación de hidrolizados de residuos lignocelulósicos 
 
El raquis de mazorca de maíz (Corn cob) se mezcló con agua en una proporción de 
líquido/sólido de 8 g/g y se sometió a un tratamiento hidrotérmico en condiciones no 
isotérmicas (Tmax de 205ºC), siguiendo las condiciones operativas descritas anteriormente 
(Garrote et al. 2008), en un reactor de acero inoxidable de 2 L de capacidad (Parr 
Instruments Company) equipado con controlador de temperatura Parr PDI (modelo 4848). 
Después del tratamiento, el líquido de autohidrólisis se recuperó por filtración y se sometió 
a un tratamiento con ácido diluido al 0,5% p/p de H2SO4 durante 165 min a 125ºC, como 
se ha descrito anteriormente (Rivas et al. 2006). El hidrolizado de raquis de mazorca de 
maíz (CCh) se neutralizó con CaCO3 hasta pH 5. 
 
 MATERIALES Y MÉTODOS 
48 
 
Los compuestos inhibidores (furfural, hidroximetilfurfural (HMF) y compuestos fenólicos) se 
eliminaron utilizando carbón activado y resinas de intercambio iónico (Cunha et al. 2019). 
El CCh se mezcló con carbón activado (10 g de hidrolizado / g de carbón activado) durante 
60 minutos en agitación para la eliminación de compuestos fenólicos. Después de eso, el 
hidrolizado se sometió a un tratamiento de resinas de intercambio iónico. El hidrolizado se 
mezcló con la resina Amberlite IR-120 (forma H+) en una proporción de 10 g de resina / g 
de hidrolizado durante 60 minutos en agitación. Luego, la resina catiónica se eliminó por 
filtración y el hidrolizado se mezcló con resina aniónica Mto-Dowex (forma OH) en una 
proporción de 20 g de resina / g de ácido acético. 
 
Finalmente, el pH del CCh detoxificado se ajustó a 6,8 con KOH (5 M) antes de la 
esterilización por filtración y luego se agregó el CCh a los medios a una concentración final 
de 100% v/v o 50% v/v. 
 
2.1.2. Preparación y detoxificación del glicerol crudo 
 
El glicerol crudo fue proporcionado por el Centro de Valorización de Residuos (CVR de 
Guimarães, Portugal) y, antes de su uso, se preparó como se describió anteriormente 
(Ruhal, Aggarwal, and Choudhury 2011) con ligeras modificaciones. La materia prima se 
diluyó primero en agua destilada (1:4 v/v) para reducir su viscosidad. Luego, el pH de la 
mezcla se ajustó a 3 con HCl (6 M) para convertir el jabón en FA libre. Los precipitados 
formados se separaron de la mezcla por centrifugación a 7000 r.p.m. durante 10 min. A 
continuación, el pH se ajustó a 12 con KOH (5 M) y la suspensión se filtró para eliminar los 
residuos suspendidos. Posteriormente, el pH del filtrado se ajustó a 6,8-7,0. Finalmente, el 
metanol contenido en la solución se eliminó mediante autoclave y la concentración de 
glicerol se cuantificó por HPLC. Luego se añadió glicerol crudo al medio a una 
concentración final de 1% p/v. 
 
2.2. Medios y condiciones de cultivo de E. coli 
 
Los medios de cultivo líquido de E. coli se realizaron a 37ºC con agitación a 200 r.p.m. y 
fueron ajustados a un pH de 7,2 con NaOH 10N y HCl 10N. Todos los medios sólidos 
contenían un 1,5% de agar. 
La composición del medio de cultivo LB para E. coli es la siguiente: 0,5% de extracto de 
levadura, 1 % de triptona y 1% de NaCl. Cuando se empleó como medio de selección se 
añadió ampicilina (100 µg/L), kanamicina (50 µg/L), higromicina (100 µg/L) o 
espectinomicina (100 µg/L). 
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Los oligonucleótidos utilizados en este trabajo fueron sintetizados por biomers.net (Ulm, 
 Alemania) y por Invitrogen (Thermo Fisher Scientific): 
 
Tabla 4. Oligonucléotidos utilizados en este trabajo: 
PRIMER SECUENCIA FUNCIÓN 
loxPMK-PGPD-GRE3-fw 
5’-GGC GCT TTC GAA TAC CCT ATT TGC TTT GCA TTC CCC 
TTC TAG AGC ATG TTC ATG CAC GGC TGA CCG TGT CAA 




5’-ACC ATT GCG ATG TCC TGG CCT GTA ATG CAC CTT GAT 
AAA TCT GGT GGT GTT CCA CGC ATA TAC AAC TGC TTA 




5’-GGT TGC ACT TGG CAT ATG CGG AAG CGT CAT CTA CAA 
ACA CCG GCG TAT TTA GCA CAC TGT CAC ACT AGC ATC 




5’-ATA ACT GGG ACG GGC CTG TGT TCA TAC ACT ATA GCC 
CCC TTC TCG CGG AGG ACA ACC GCC TGC TGC ATA CTT 




5’-TAG GCA GTG CCG CCG CGA CCA CCA AAG ATT TAT AGT 
GCA GTA TGT AAT TCA CTC GGT ATA AAA TTA AGG AGA 




5’-GCC AGG TCC TCG TCG ATG GCA AGG CAC TTC AAC TGT 
TGC GTT GAC AGA TCG AAC CCC AAG TAC AGC TTG CTT 








(TAGT)-pta-rv 5’-TTT GGT CTC TAC AGT GCT TGC GCC GCT-3’ 
pta 
sobreexpresión 









5’-GGC AGC TAG CGG TGG CTA TAA AGA GCG GGA AAA 
AGC AGA GCG TAG CAG CAG CCA AGG ATC GAC AAG ATG 
CGG ATC CCC GGG TTA ATT AA-3’ 
POX1 deleción 
POX1∆-rv 
5’-GTA ATA TCA GCG AGC AGA GAT AGA CTC AAC TAC TTG 
CCA AGG TTC TTG AAG GAG GTC TCG CTG ATG TTC AGA 
ATT CGA GCT CGT TTA AAC-3’ 
POX1 deleción 
GRE3-a 5’-ACA TAC TGC GTG TCC GTG TT-3’ PCR analítica 
XYL2-a 5’-ATT GCC AGT ACG CTC AGG AC-3’ PCR analítica 
XKS1-a 5’-GAA CCC AAT GTA CCC TGC CA-3’ PCR analítica 
AGL034C-a 5’-CAG CTC ATC ACA ACG CTT ATC CA-3’ PCR analítica 
ADR304W-a 5’-TGT CGG TGC TCA AGA CAG AC-3’ PCR analítica 
POX1-a3 5’-GCC CGG GTA ACC AAA CCT TA-3’ PCR analítica 
KanB1 5’-CTG CAG CGA GGA GCC GTA AT-3’ PCR analítica 
MGA2-∆C-term-fw 
5’-CTT TAC AAC AAA TCA TCG TCG GGA TGA CAG GAT GTA 
CAA GCT CTA TTT CGA TGA GAT GAT GGA CGT GCT GGA 




5’-TTG TCA TTT GTA TAT ATA CAT TGA AGC ATA AGC AAA 
GGT GGT TGT AAA GAG CAA AGT GTA AAA ATC ACG ATA 
AGG TAT CAG AAT TCG AGC TCG TTT AAA C-3’ 
MGA2-∆C-term 
deleción 
MGA2-∆C-term-a 5’-TCT GGT CAC TGT CAC AAG CC-3’ PCR analítica 
loxPMK-PGPD-ACC1-fw 
5’-ATC TTT CTC CAG CGA ACG CCA CTA TAT CGC CTG ACC 
TGG CCA GTG ATC AGA CGG ACA CGG GAG CCT TTG CGA 
GTA CTT ACA CTA GTG AAA AGA CTG AGA ACG GAT CCC 




5’-CGA TGA AGT GAG GCG CTA GCC GGG CGT GCT TGG 
CCG AGT AGT CTG TGA ACT CGT ACC GTT TCT GTG ACT 
CCA TGG CCT CTG TAA AAC TCC CTT CGC TCA TTG TGC 
GGT GTG TAT GTG TGG-3’ 
ACC1 
sobreexpresión 




5’-CCG GCC GCC ATG GCG GCC GCG GGA ATT CGA TGT 




5’-CGG CCG CGA ATT CAC TAG TGA TGT AAT GCG TCT GAT 
TGC TGA A-3’ 
PCR 
amplificación 
ACC1-S1155A-fw 5’-ACA GAG CTA TTG CCA TCT CAG ATT TGA CAT ACG-3’ 
PCR mutación 
puntual 













ACC1-S659A-ver-fw 5’-AGG CAG GCA TCG AGG AAA CAC A-3’ PCR analítica 
ACC1-S659A-ver-rv 5’-GCA GGA CAC CGC TCT CCT GG-3’ PCR analítica 
ACC1-S1155A-ver-fw 5’-TCA GTT GGA ATC CAA AGC AAC-3’ PCR analítica 
ACC1-S1155A-ver-rv 5’-GTA ATG CGT CTG ATT GCT GAA-3’ PCR analítica 








AFR171W-a 5’-GAT CGC TAC GAA GAC GAG AG-3’ PCR analítica 
AGL347C-a 5’-GCG CCT ACT ACA CAC TCT TAG TAC-3’ PCR analítica 
ADR091W∆-fw 
5’-TAG AAA CCA ATA GAA TAC AGG TAA TAT ATT GAA AAT 
ATC ATA ACT GCA AGG CTT TCT AAG GTG TGA AAC CCA 




5’-CCT TGG AGG CTC CAC GGT CAC ATG ACT TGG TGA AGT 
TCG CAG AGT AAA GTA TAT AAC GTG CGG AAA GAC AGT 




5’-TCC AGC CGC GTC ACG CCA ATT CTC AGA AAG GCG 
CTC TAT CGC TGC GCA GAA TCA ACG TTC AGA TAA CGG 




5’-AGT AAT TTA TTA GGG ACA TGA ACC GTA GTT CAG CAT 
AAG TAT ATT CTA GTG GTA TTA TCT ACC GGG CAT TAT 




5’-ATG ACA AGT ATC GTT ATC ACC TCA CCC ATT TCA GGT 
AGA CCG ACT ATT TGA GAC TGC TGT GGG AAA AAC ACG 




5’-GAT ATG CAA GCG GTT GAC CCA GCA GCT GAC GGT 
CAC CCC ACA CCT CTG CAT ACC TTT CTG CAC AAG GCA 




5’-GTT ATA ATA AAC CAT CGT TCA GAA TAT TTG CCG TTA 
AGA CTT CCA TTG AGG AAT AAT AAC TAA TAC TTG TCG 




5’-AAT ATT AAT GAA CAT AGA TTA GGT TTA GGT TTT AAC 
CCG ATG ATT AGC AGA ACA AAA AAG TTT GTA GTT TAA 




5’-CCA ACT GTT CAC CGG TCA TCA GTT TGC AGT GTC GAG 
GAA ACT GTT TCT ATC ATA TTT TAG ACG CAG TCG CCT 




5’-GAA CAG ACC GTC TGC TAC TAG GCC GAA AGG GTA 
AAG CAG TTG TCA GTC AGT ACT TGC TGT TGC TTA TGG 




5’-TTC GTA AAA TAA TCA AAT TTT TAT AAA AGT CGA AGA 
CGA CCG TTG GTC TCG TAA ATG ACA AGT ATC GTT ATC 




5’-TTG CTC TCA ATG GGA TGC GAA TTC GAA CCA TCT CCC 
GAG AGC TCG CTT TTA GAC GGC GTC ATA CCT TCA GAA 




5’-AAG AGT ATA TAA GGA CAG CCT CGA CAC GCT TTC GTA 
GAT CTG ATA TGT TTA ATG TTA TAA TAA ACC ATC GTT CAG 




5’-TTC GAA GGC TTG TTC GAT GCT GTA GAC GAA TGT GTG 
CTC ATC ACG GAG CGG TTG TCA GGT TGT GCA ATT GCT 




5’-AAC CTA ACA ACA TCT ACA GTA TAT AAG GAT AGA TGA 
GAT AGA TTA ACC CTC TTT CCA ACT GTT CAC CGG TCA 




5’-CAA ATA CTT CTT TTG CGA TGC CGC GGA TAC CTC TGT 
ACC CAC GGA CCG CAT ATC ACT GTG TAA AAC CTG ACG 
GCT CAT TGT GCG GTG TGT ATG TGT GG-3’ 
AFL207C  
sobreexpresión 
AFL205C(N355V)ver-fw 5’-TCG TTC CAG AGT CTC CTC GT-3’ PCR analítica 
 MATERIALES Y MÉTODOS 
51 
 
AFL205C(N355V)ver-rv 5’-CCC CGT TAG GCC ACA ACT TA-3’ PCR analítica 
ADR091W-a 5’-TTA CGC CAC TAG TCC CTC CA-3’ PCR analítica 
AFR602W-a 5’-TTT GCC GAT GGA TAG GGC TC-3’ PCR analítica 
AFL204C-a 5’-GTA TCG GCC CCT CAC TTA GC-3’ PCR analítica 
AFL205C-a 5’-CGT GAT GGC AGT ATA GCG GT-3’ PCR analítica 
AFL207C-a 5’-GCT TCT GTG TTC CCT CGT GA-3’ PCR analítica 
GRE3-RT-fw 5’-GGC TCG GGT GCT GGA AGA TT-3’ 
GRE3 qRT-
PCR 
GRE3-RT-rv 5’-CAG CGG GAA GTG GAT GTA GAA C-3’ 
GRE3 qRT-
PCR 
XYL2-RT-fw 5’-TCG GGC TGG GCT GCT TTT AGT-3’ 
XYL2 qRT-
PCR 
XYL2-RT-rv 5’-AGC GTG CCC TCC AGT GTC AGA TA-3’ 
XYL2 qRT-
PCR 
XKS1-RT-fw 5’-ACA CAG GCC CGT CCC AGT TA-3’ 
XKS1 qRT-
PCR 
XKS1-RT-rv 5’-GCA TCT CGC GAC ACA GGT TG-3’ 
XKS1 qRT-
PCR 
pta-RT-fw 5’-CCC GGC TCT TCA AAT CAT CAA AA-3’ pta  qRT-PCR 
pta-RT-rv 5’-AAT TCG CCG TCA AGT GTC AGT TCA-3’ pta  qRT-PCR 
xpkA-RT-fw 5’-GCA CGC CGA AAG GTT GGA GT-3’ 
xpkA  qRT-
PCR 
xpkA-RT-rv 5’-CAC GGT ATG CGG GTT TTT CAC A-3’ 
xpkA  qRT-
PCR 
ADR091W-RT-fw 5’-GCA TGG AAC CGG CGT ATC AAA-3’ 
ADR091W 
qRT-PCR 
ADR091W-RT-rv 5’-GTG CCT GCT GCG GGA GTA GAA T-3’ 
ADR091W 
qRT-PCR 
AFR602W-RT-fw 5’-GAT TGG GTT TAC CGT TCT TCT CT-3’ 
AFR602W 
qRT-PCR 
AFR602W-RT-rv 5’-AGG CAT CTT CAA TAC CCA CAA ATC-3’ 
AFR602W 
qRT-PCR 
AFL204C-RT-fw 5’-CTA CCC AAG GCC CGG ATG TCT AT-3’ 
AFL204C qRT-
PCR 
AFL204C-RT-rv 5’-TCT GCC AAA TTT GTC AAC GGT GTA-3’ 
AFL204C qRT-
PCR 
AFL205C-RT-fw 5’-CAG CGT GTT ATT ATG GGT GTT ATG-3’ 
AFL205C qRT-
PCR 
AFL205C-RT-rv 5’-AGT CGC GAA GCA GAA AAT GTA GAT-3’ 
AFL205C qRT-
PCR 
AFL207C-RT-fw 5’-GGG CCC CAA TTG CGT ATG TCA-3’ 
AFL207C qRT-
PCR 
AFL207C-RT-rv 5’-TAT GCC GGC AGC TTG TTT GTC ACT-3’ 
AFL207C qRT-
PCR 
UBC6-fw 5’-CAA CGA TAC TGA CTG GGC TGC TAA-3’ 
UBC6 qRT-
PCR 
UBC6-rv 5’-GGC GCG TAT CCT ATC CTC TGG-3’ 
UBC6 qRT-
PCR 
ACT1-fw 5’-TTT CGC CGG TGA CGA CGC TC-3’ 
ACT1 qRT-
PCR 




3.2. Vectores y plásmidos 
 
pGEM-Teasy (Promega): Es un vector de 3 kb empleado para la clonación de fragmentos 
de DNA que han sido amplificados por PCR con polimerasas que añaden un 
desoxinucleótido de adenina a los extremos 5ʼ. Este vector contiene un desoxinucleótido 
de timina en los extremos 3ʼ de cada cadena. Contiene el origen de replicación del fago 
filamentoso f1, el gen de resistencia a ampicilina (Sigma) y los promotores de la RNA 
polimerasa de los fagos T7 y SP6 flanqueando una región de clonación múltiple que se 
encuentra en la secuencia codificante de la enzima β-galactosidasa 
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pBlueScript II SK+ (Stratagene): plásmido autorreplicativo de 2,9 kb para la clonación de 
fragmentos de DNA de extremos romos funcional en bacteria. Contiene el gen de 
resistencia a ampicilina (Sigma), el origen de replicación ColE1 y un fragmento del operón 
lac de E. coli que codifica la enzima β-galactosidasa. También contiene una secuencia de 
clonación múltiple con 21 sitios de reconocimiento para enzimas de restricción que permite 
la selección de clones recombinantes por α-complementación de cepas de E. coli 
portadoras de la deleción lacZ M15. 
 
JR3014: deriva del plásmido pJR1742, que a su vez deriva del vector pBlueScript II SK+. 
Contiene el marcador HygR y el gen que codifica para la recombinasa Cre. 
 
JR3651: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el promotor del AgGPD1 
(GGTC-PGPD-GATG) 
 
JR3652: vector de destino con dos sitios de corte para SapI (ACAC-SapI-CTTG) y el 
marcador de resistencia a espectinomicina (Sigma) 
 
JR3657: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el terminador PGK1t 
(TAGT-PGK1t-ACGC) 
 
JR3681: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el módulo loxp-KanMX-
loxP 
 
JR3684: vector de destino JR3652 que contiene el módulo loxP-KanMX-loxP-PGPD 
 
JR3686: plásmido que contiene el marcador de selección loxP-KanMX-loxP (ATCA-
loxPKS-GGTC). El marcador KanMX está compuesto por la secuencia codificante del gen 
que confiere resistencia a kanamicina del transposón bacteriano Tn903. Las secuencias 
loxP están constituidas por dos secuencias repetidas e invertidas de 8 pares de bases 
(ATAACTTCGTATAGCATACATTATACGAAGTTAT). Estas secuencias son reconocidas 
por la recombinasa Cre 
 
JR3719: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 3’ para la inserción 
del gen de interés en el locus ADR304W (ACGC-ADR304W-R-CTTG) 
 
JR3720: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 5’ para la inserción 
del gen de interés en el locus ADR304W (ACGC-ADR304W-L-CTTG) 
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JR3747: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 5’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AGL034C (ACGC-AGL034C-L-CTTG) 
 
JR3748: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 3’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AGL034C (ACGC-AGL034C-R-CTTG) 
 
JR3760: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 3’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AGL347C (ACGC-AGL347C-R-CTTG) 
 
JR3776: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 5’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AGL347C (ACGC-AGL347C-L-CTTG) 
 
JR3779: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 3’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AFR171W (ACGC-AFR171W-R-CTTG) 
 
JR3780: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 5’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AFR171W (ACGC-AFR171W-L-CTTG) 
 
JR3862: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el terminador ENO2t 
(CTAA-PGK1t-CTTG) 
 
JR3882: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el gen sintético pta de 
Bacillus subtilis flanqueado por sitios de reconocimiento de la enzima de restricción BsaI 
 
JR3888: plásmido pMPA (Nielsen) que contiene el gen de resistencia a ampicilina (Sigma) 
y el gen sintético xpkA de Aspergillus nidulans 
 
JR3892: vector de destino JR3652 con dos flancos para la inserción en el locus ADR304W, 
el marcador KanMX flanqueado por las secuencias loxP, el promotor PGPD de A. gossypii, 
el gen sintético pta de Bacillus subtilis y el terminador PGK1t de A. gossypii. 
 
JR3960: vector de destino JR3652 con dos flancos para la inserción en el locus AGL034C, 
el marcador KanMX flanqueado por las secuencias loxP, el promotor PGPD de A. gossypii, 
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JR3986: plásmido pCRISPR-22 que contiene el gen que codifica para la nucleasa Cas9, 
genes de resistencia a ampicilina (Sigma) y a geneticina/kanamicina (G418), orígenes de 
replicación pUC ori de E. coli y 2µ origin de S. cerevisiae, y el promotor PSNR52 del gen 
SNR52 de A. gossypii 
 
JR3991: proviene del vector comercial pBlueScript II SK+ y contiene el fragmento sintético 
de DNA gAFL205C-V 
 
JR3992: proviene del pCRISPR-22 y contiene el fragmento sintético gAFL205C-V para 
realizar la modificación N355V en el locus AFL205C mediante la técnica CRISPR-Cas9 
 
JR4017: proviene del vector pBlueScript II SK+ y contiene el gen AgACC1 de A. gossypii 
con las mutaciones S659A y S1155A introducidas mediante PCR inversa. Este gen está 
flanqueado por sitios de reconocimiento para la enzima de restricción NotI. 
 
JR4021: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 3’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AgPOX1 (ACGC-AgPOX1-R-CTTG) 
 
JR4022: proviene del vector comercial pGEM-Teasy y contiene el flanco 5’ para la inserción 
del gen de interés en el locus AgPOX1 (ACAC- AgPOX1-L-ATCA) 
 
JR4039: proviene del vector comercial pBlueScript II SK+ y contiene el fragmento sintético 
de DNA gAFL205C-F 
 
JR4083: proviene del vector comercial pBlueScript II SK+ y contiene el gen AgDGA1 de A. 
gossypii flanqueado por sitios de reconocimiento de la enzima de restricción BsaI 
 
JR4084: vector de destino JR3652 con dos flancos para la inserción en el locus AgPOX1, 
el marcador KanMX flanqueado por las secuencias loxP, el promotor PGPD de A. gossypii, 
el gen AgDGA1 de A. gossypii y el terminador PGK1t de A. gossypii. 
 
JR4094: vector de destino JR3652 con dos flancos para la inserción en el locus AFR171W, 
el marcador KanMX flanqueado por las secuencias loxP, el promotor PGPD de A. gossypii, 
el gen AgDGA1 de A. gossypii y el terminador PGK1t de A. gossypii. 
 
JR4095: vector de destino JR3652 con dos flancos para la inserción en el locus AGL347C, 
el marcador KanMX flanqueado por las secuencias loxP, el promotor PGPD de A. gossypii, 
el gen AgDGA1 de A. gossypii y el terminador PGK1t de A. gossypii. 
 MATERIALES Y MÉTODOS 
55 
 
4. MANIPULACIÓN DE MICROORGANISMOS 
 
4.1. Obtención de esporas de A. gossypii 
 
El micelio se siembra en placas de medio de esporulación (SPA) y se incuba a 28ºC durante 
2-3 días. El micelio se recoge con espátula estéril y se transfiere a un matraz Erlenmeyer. 
Las esporas se liberan del micelio por tratamiento con solución acuosa de Zymolyase 
(Zymolyase-20T Seikagaku Kogyo), en concentración 1 mg/mL, utilizando unos 10 mL por 
placa Petri. La muestra se incuba a 37ºC con agitación (200 r.p.m.) durante 30-60 minutos. 
Las esporas en suspensión se recogen por centrifugación a 4400 r.p.m. y se lavan 2-3 
veces con Tritón X-100 al 0,03 %. Se resuspenden en medio rico líquido (MA2) y se 
guardan a 4ºC hasta su utilización o a -80ºC en glicerol al 25 % para su conservación. 
 
4.2. Transformación de esporas de A. gossypii 
 
Se inoculan 100 mL de medio rico líquido (MA2) con 500 µL de esporas (106 esporas/mL). 
Se incuba durante 12-13 horas a 28 ºC en agitación a 200 r.p.m. Las esporas germinadas 
se recogen por filtración en vacío. Se resuspenden en 20 mL de solución al 5% de tampón 
fosfato potásico (1 M pH 7.5), 2.5 % de DTT y 92.5 % de agua estéril. Se incuban en esta 
disolución a 28ºC durante 30 minutos en agitación a 200 r.p.m. A continuación, se recogen 
por centrifugación a 12000 r.p.m. Se lavan 2 veces con tampón STM (270 mM de sacarosa, 
10 mM Tris-HCl pH 7,5, 1 mM MgCl2) y se recogen por centrifugación a 12000 r.p.m. Se 
resuspenden en 1 mL de esa misma solución. Se dispensan en cubetas de electroporación 
0,4 cm3 (Bio-Rad) unos 180-200 µL de esporas, y se añade el DNA (15-20 µL). La muestra 
se somete a electroporación a 1500 V, 200 W y 25 mF en un electroporador Gene-Pulser 
(Bio-Rad). Se recoge la muestra de la cubeta, resuspendiendo en 1 mL de MA2 líquido y 
se centrifuga a 12000 r.p.m. durante 1-2 minutos. A continuación, se elimina el 
sobrenadante y las esporas se resuspenden en 200 µL de MA2 líquido. Finalmente, se 
siembra en medio rico sólido (MA2). Tras 5-6 horas de regeneración a 28ºC se añade la 
cobertera, que consiste en 5 mL de solución acuosa de agarosa fundida al 0,4 % que 
contiene el antibiótico de selección a la concentración adecuada. Se dejan a 28ºC durante 
2-3 días para obtener transformantes. 
A partir de la transformación de esporas de A. gossypii, se obtienen transformantes 
primarios heterocariontes. Para obtener y aislar los transformantes secundarios 
homocariontes se crecen los heterocariontes en MA2 sólido con el antibiótico de selección. 
Una vez crecidos, se pasan a medio de esporulación SPA sólido con el mismo antibiótico 
de selección. Ahora se preparan esporas de nuevo y se siembran en MA2 con dicho 
antibiótico, de donde ya podremos aislar las colonias de homocariontes. Para comprobar 
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que la nueva cepa de A. gossypii se ha transformado correctamente se realiza una PCR 
analítica y después una secuenciación del fragmento amplificado. 
 
4.3. Transformación de células de E. coli 
 
Las células competentes DH5α (ThermoFisher Scientific) se almacenan a -80ºC en glicerol 
al 25% hasta su utilización. A continuación, se mezclan 100 µL de células competentes 
DH5α descongeladas en hielo con 5-10 µL de DNA. Se incuba 20 minutos en hielo, se da 
un choque térmico a 42ºC durante 2 minutos y se incuba de nuevo en hielo otros 2 minutos. 
Después, se añaden 400 µL de medio líquido LB y se incuba la mezcla a 37ºC con agitación 
durante 50 minutos. La mezcla de transformación se recoge por centrifugación a 13300 
r.p.m. y se siembra en el medio de selección adecuado (LB con antibiótico). 
 
4.4. Curva de crecimiento de A. gossypii 
 
La curva de crecimiento de A. gossypii se realizó en distintos medios de cultivo líquidos a 
28ºC y en agitación a 200 r.p.m. Dichos cultivos pueden iniciarse a partir de esporas a una 
concentración de 106 esporas/mL o de micelio parcialmente lisado con enzimas líticas. Se 
recogen 5-20 mL de micelio por muestra por filtración en vacío. Los filtros Whatmann no.1 
previamente tarados se dejan secar durante 24 horas a 65ºC y se pesan en una balanza 
analítica. 
 
Complementario a este método, se puede realizar una curva de crecimiento basada en la 
cuantificación de la biomasa mediante la densidad óptica medida a una longitud de onda 
de 600 nm (OD600). Se recogen 100-500 µL de muestra y se mide la absorbancia de la 
misma a 600 nm realizando las diluciones que sean necesarias. Con los datos de ambos 
métodos, se puede extrapolar la cantidad de biomasa en más puntos de los que se podrían 
obtener sólo con el peso seco, además de obtener datos inmediatos de la biomasa de 
cultivo durante la realización del experimento. 
5. MANIPULACIÓN DEL DNA Y EL RNA 
 
5.1. Obtención del DNA plasmídico de E. coli 
 
Se empleó el kit comercial “Prep Plasmid DNA Extraction Mini Kit” siguiendo las 
instrucciones del fabricante (Favorgen). 
 
5.2. Obtención del DNA genómico de A. gossypii 
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Se inocula un matraz de 50 mL de medio líquido MA2 con 1 cm2 de micelio de una placa 
Petri y se incuba a 28ºC y a 200 rpm durante 24 horas. Transcurrido el periodo de cultivo, 
se recoge todo el micelio de A. gossypii por filtración en vacío. Se lava con H2O destilada 
y se resuspende en 15 mL de una solución 1 M sorbitol, 20 mM EDTA y 20 mg Zymolyase 
(Zymolyase-20T Seikagaku Kogyo). A continuación, se incuba a 37ºC hasta la formación 
de protoplastos a partir del micelio durante 30-60 minutos. Posteriormente, se añaden 5 
mL de una solución 50 mM Tris-HCl pH 7,5, 150 mM NaCl, 100 mM EDTA y 0,5 % SDS, y 
se incuba 20 minutos a 65ºC para inactivar la DNAsa. La muestra se extrae dos veces con 
fenol-cloroformo y se precipitan los ácidos nucleicos por la adición de 1 mL de etanol 80%. 
Ahora, el etanol es desechado y el precipitado se resuspende en 150 μl de H2O destilada 
y es tratado con RNasa (2 mg/mL) durante 15 minutos a 37ºC para la eliminación del RNA 
de la muestra. Por último, el DNA se precipita añadiendo un volumen de AcNa 0,3 M pH 7 
y 0,6 volúmenes de isopropanol. Se lava con 1 mL de etanol al 80%, se seca y se 
resuspende en 50-100 μL de H2O destilada. 
 
5.3. Digestión enzimática y ligación 
 
Las diferentes enzimas de restricción que se emplearon en este trabajo fueron 
suministradas por las casas comerciales Fermentas, Promega, New England Biolabs y 
ThermoFisher Scientific se utilizaron de acuerdo a las especificaciones dadas por los 
diferentes proveedores. La ligación entre fragmentos de DNA con extremos compatibles se 
realizó con la enzima T4 DNA ligasa (Fermentas) de acuerdo con las especificaciones del 
proveedor. Además, en el caso de la ligación de extremos romos se añadió PEG 4000 al 
50% que favorece la cohesión de los mismos. El vector con el fragmento DNA de interés 
se seleccionó por transformación de células competentes de E. coli DH5α con la mezcla 
de ligación y su posterior selección en medio rico sólido (LB) con el antibiótico 
correspondiente. 
 
5.4. Electroforesis de DNA 
 
La electroforesis de DNA se realiza en geles de 0,8-2% de agarosa con bromuro de etidio 
en tampón TBE (90 mM Tris-HCl, 90 mM ácido bórico y 2 mM EDTA) sometidos a un voltaje 
constante de 125 V. Las distintas bandas de DNA se observan sobre un transiluminador 
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5.5. Purificación de un fragmento de DNA en gel de agarosa 
 
El fragmento de interés se recorta del gel de agarosa con un bisturí tras ser identificado 
con luz ultravioleta (360 nm). El DNA se purifica con el kit GEL/PCR Purification Mini Kit 
(Favorgen). 
5.6. Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 
 
Para las amplificaciones de DNA se utilizaron las polimerasas Expand High Fidelity PCR 
System (Roche), Dreamtaq Master Mix (Thermo Scientific), GO-taq Master Mix 
(Fermentas), o Phusion® (Thermo Scientific). En todos los casos se prepararon las 
reacciones de acuerdo a las especificaciones de los proveedores. 
 
Para las polimerasas Dreamtaq Master Mix y Go-taq Master Mix se utilizaron las siguientes 
condiciones de amplificación dividida en tres etapas: desnaturalización a 95ºC durante 5 
minutos, amplificación de 30 ciclos de repetición y elongación de 72ºC durante 10 minutos. 
Estos 30 ciclos de amplificación incluyen 30 segundos a 95ºC, 30 segundos a la 
temperatura de anillamiento de los primers (depende de la temperatura de fusión (Tm) de 
los oligonucleótidos) y un minuto por kb a sintetizar a 72ºC de tiempo de extensión en cada 
ciclo. Respecto a las otras dos polimerasas de alta fidelidad el proceso de amplificación es 
el siguiente: desnaturalización a 98ºC durante 1 minuto, una amplificación también de 30 
ciclos y una elongación también a 72ºC durante 10 minutos. Las condiciones de los 30 
ciclos de amplificación también varían respecto a las otras dos polimerasas, siendo una 
primera etapa a 98ºC durante 10 segundos, 30 segundos de amplificación a la temperatura 
de anillamiento de los primers como segunda etapa, y por último, una tercera etapa a 72ºC 
con 30 segundos de tiempo de extensión por kb a sintetizar. Cuando el tamaño de los 
oligonucleótidos excedía las 20 pb, la temperatura de anillamiento era 3ºC superior a la Tm 
del oligonucleótido con menor temperatura de fusión. 
 
La integración genómica de los módulos de transformación se verificó mediante PCR 
analítica. Esta PCR analítica incluye un paso previo de lisis celular y desnaturalización del 
DNA sometiendo una parte del micelio de A. gossypii diluida en buffer de reacción 
(Universal Extraction Buffer, Yeastern Biotech Co.) a 100 ºC durante 10 minutos. Este DNA 
genómico será utilizado como molde en dicha PCR analítica. El primer 5’ anilla en el DNA 
genómico próximo al locus donde se ha integrado el módulo de sobreexpresión; si el 








Figura 8. Estrategia empleada en las PCR analíticas de A. gossypii. La obtención de producto PCR 
(flecha en rojo) con los primers adecuados (flechas en azul y gris) indica que el transformante ha 
insertado el módulo el módulo de sobreexpresión loxP-KanMX-loxP-PGPD1 en el locus adecuado. 
 
5.7. Purificación de un fragmento de DNA procedente de una PCR 
 
El producto de la reacción de PCR se purifica con el kit GEL/PCR Purification Mini Kit 
(Favorgen). 
 
5.8. Secuenciación de DNA 
 
Todas las muestras fueron secuenciadas en el Servicio Nucleus de Secuenciación 
Automática de la Universidad de Salamanca (Laboratorio 314, Edificio Departamental. 
Salamanca, España. Email: serv.sadn@usal.es) mediante el método de Sanger en un 
secuenciador automático modelo ABI PRISM 377 (Applied Biosystems) y el kit “ABI 
PRISMR BigDyeTM Primer v.30 Cycle Sequencing Ready Reaction with AmpliTaqR DNA 
Polymerase, FS” (Applied Biosystems). 
 
5.9. PCR cuantitativa a tiempo real (Q-RT-PCR) 
 
5.9.1. Obtención de RNA de A. gossypii 
 
Se inoculan 100 µL de esporas (106 esporas/mL) de A. gossypii en un matraz con 50 mL 
de medio rico líquido (MA2) y se incuba a 28ºC en agitación a 200 r.p.m. durante 24-48 
horas. Transcurrido el tiempo de cultivo el micelio se recoge por filtración en vacío y se 
conserva a -80 ºC. A continuación, el micelio previamente congelado con N2 líquido, se 
pulveriza con un mortero y se resuspende en 1 mL de TRIzol® Reagen (Invitrogen) y es 
tratado según las especificaciones dadas por el proveedor. El RNA obtenido se puede 
conservar a -80 ºC hasta que se necesite, momento en el cual el RNA se trata con 20 µL 
de DNasa I libre de RNasas (Roche). El RNA se precipita de nuevo y se cuantifica con un 
espectrofotómetro a 260 nm. 
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5.9.2. Síntesis de DNA copia (cDNA) 
 
Se utiliza 1 µg del RNA purificado y libre de DNA obtenido anteriormente. Se sintetiza el 
cDNA a partir de este RNA en una reacción de transcripción reversa empleando el kit 
“Transcriptor First Strand cDNA Synthesis Kit” (Roche). La reacción se realizó utilizando el 





Para la PCR cuantitativa a tiempo real se empleó 1 µL de cDNA (1 µg/µL) sintetizado de 
cada una de las muestras a analizar y se amplificó en un termociclador LightCycler® 480 
System (Roche) usando oligonucleótidos específicos para los genes diana a una 
concentración final de 0.5 µM cada uno. Para la amplificación se utilizó el kit “LightCycler® 
480 SYBR Green I Master” (Roche) de acuerdo a las especificaciones dadas por el 
proveedor. La reacción se realizó en placas de PCR de 96 pocillos LightCycler® 480 
Multiwell Plate 96, White (Roche). 
 
Las condiciones empleadas para la amplificación fueron las siguientes: activación de la 
DNA polimerasa durante 10 minutos a 95 ºC, 45 ciclos (95 ºC durante 10 segundos, Tm de 
los oligonucleótidos (en nuestro caso, 50 ºC) durante 20 segundos, 72º C durante 25 
segundos), un ciclo (95 ºC durante 5 segundos, Tm + 10 ºC durante 1 minuto, 97 ºC) y, por 
último, una incubación a 40 ºC durante 10 segundos. 
 
La cuantificación de transcrito se determinó de acuerdo al ciclo (Ct) en el que la señal de 
fluorescencia se comienza a incrementar de manera exponencial, por encima de la señal 
de fluorescencia de fondo. Los niveles de mRNA de cada gen fueron normalizados frente 
al gen AgACT1 o el gen AgUBC6 de la misma muestra mediante el método del incremento 
2-ΔCt, donde ΔCt = Ctdiana – CtAgACT1/AgUBC6. Para realizar la cuantificación relativa de cada 
muestra frente a la muestra control, después de la normalización de cada muestra, se utilizó 
el método 2-ΔΔCt, donde ΔΔCt = ΔCtmuestra problema – ΔCtmuestra control. A partir de estos valores, 
se calculó la media y la desviación estándar. 
 
5.10. Sistema de clonación Golden Gate 
 
El sistema de clonación Golden Gate consiste en la unión de dos o más fragmentos, 
procedentes cada uno de un plásmido, y su clonación posterior en un vector de destino 
(Engler et al. 2009). Cada fragmento de DNA cuenta en sus extremos con una diana de 
restricción para la enzima tipo II BsaI. Esta enzima corta fuera de la secuencia de 
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reconocimiento GGTCTC, dejando extremos cohesivos de cuatro nucleótidos. Esto permite 
la introducción de la diana de BsaI en el diseño de los oligonucleótidos, además de la 
introducción de una secuencia determinada de cuatro nucleótidos donde corta la enzima. 
Esta secuencia será complementaria a la secuencia del fragmento al que se quiere unir, 
de manera que al ligarse estos dos fragmentos se elimina la diana de restricción. El orden 
de unión de los distintos fragmentos se determina en el diseño de los oligonucleótidos por 
medio de la secuencia de cuatro nucleótidos complementaria que se añade a la diana de 
restricción. En consecuencia, el ensamblaje de los módulos solo puede ocurrir en un orden 
y orientación controlados en un vector de destino que contiene un marcador de resistencia 
a la espectinomicina (Sigma-Aldrich) y extremos adhesivos compatibles de 4 nt 
flanqueados por sitios de reconocimiento de SapI. 
 
Los distintos fragmentos se amplifican por PCR con oligonucleótidos específicos que 
contienen una diana para BsaI en los extremos y las secuencias de cuatro nucleótidos 
específicos para que los extremos de los fragmentos sean cohesivos. Estos fragmentos de 
DNA amplificados se clonan en el vector pGEM-Teasy (Promega) o en el vector pBlueScript 
II SK+ (Stratagene). El vector de destino es el JR3652, que contiene dianas de restricción 
para BsaI. Este plásmido se obtuvo mediante la amplificación por PCR del fragmento lacZ 
empleando los oligonucleótidos C12B-fw y C12B-rv, que contienen en los extremos 5’ 
dianas de restricción para BsaI, y su ligación al vector pDGB\C12B mediante el sistema de 




Figura 9. Sistema de clonación Golden Gate. En esta representación esquemática, los DNAs 1 y 2 
se encuentran ya ensamblados en sus respectivos vectores, previamente habrían sido amplificados 
por PCR con oligonucleótidos específicos que contienen una diana para BsaI en los extremos y las 
secuencias de cuatro nucleótidos específicos (NNNN) para que los extremos de los fragmentos sean 
cohesivos. La digestión de los vectores con la enzima de restricción tipo II BsaI y la ligación de los 
fragmentos al vector de destino con la ligasa T4 se realizan simultáneamente en una misma reacción 
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En un tubo eppendorf de 0,2 mL se añaden: 100 ng del vector de destino previamente 
digerido con BsaI; cantidades equimolares de cada uno de los plásmidos que contienen los 
fragmentos de DNA a clonar; 1X buffer T4 DNA ligasa, 1 μL BsaI (New England Biolabs 
Inc), 0,75 μL ligasa NEB T4 2000000 u/mL; y agua hasta volumen final de 20 μL. La 
reacción se lleva a cabo en un termociclador con las siguientes condiciones: 35-50 ciclos 
de 37ºC durante 3 min y 16ºC durante 4 min, y un ciclo de 50ºC durante 5 min y 80ºC 
durante 5 min. Por último, 10-20 μL del producto obtenido se transforma en E. coli Dh5α y 
se seleccionan los transformantes en medio rico sólido (LB) con espectinomicina y 
kanamicina (Fluka). Una vez comprobado que el plásmido contiene los fragmentos 
requeridos mediante digestión con distintas enzimas de restricción, se digiere con la 
enzima SapI y se procede a la transformación de esporas de A. gossypii. 
 
5.11. Sistema de clonación NEbuilder 
 
El sistema de clonación NEBuilder (New England Biolabs) consiste en la unión en un solo 
paso de dos o más fragmentos procedentes cada uno de diferentes reacciones de PCR y 
su clonación en un vector para la posterior transformación de E. coli. El orden de unión de 
los distintos fragmentos se determina en el diseño de los oligonucleótidos por medio de la 
secuencia de nucleótidos complementaria entre fragmentos adyacentes. Este método 
mejora la eficacia y la precisión del sistema Gibson Assembly (New England Biolabs) 
utilizando los mismos principios para la unión de varios fragmentos de DNA. Con respecto 
a la metodología Golden Gate, la principal diferencia es que este sistema permite la unión 
de secuencias de DNA que se solapan más largas que las que se utilizan con el sistema 
Golden Gate. 
 
Los distintos fragmentos de DNA se amplifican por PCR con oligonucleótidos diseñados 
para añadir la secuencia de nucleótidos específicos para que los fragmentos sean 
cohesivos. El Master Mix de NEBuilderR High-Fidelity contiene varias enzimas que actúan 
conjuntamente: una exonucleasa que facilita la unión de los fragmentos que comparten 
secuencias complementarias mediante el corte del extremo 5’ dejando saliente el extremo 
3’ de DNA de cadena simple, una DNA ligasa que une los distintos fragmentos y una DNA 
polimerasa que rellena los huecos entre los fragmentos ligados. 
 
En un tubo eppendorf de 0,2 mL se añaden: cantidades equimolares de cada uno de los 
fragmentos de DNA amplificados por PCR: 100 ng del vector pGEM-Teasy (Promega), 4 μl 
de NEBuilderR High- Fidelity Master Mix y agua hasta volumen final de 50 μL. La reacción 
se lleva a cabo en un termociclador durante un ciclo de 90 min a 50ºC. Con un volumen de 
10-20 μL del producto obtenido se transforma E. coli Dh5α y se seleccionan los 
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transformantes en medio rico sólido (LB) con ampicilina (Sigma) y kanamicina (Fluka). El 
plásmido resultante es digerido con la enzima de restricción NotI y utilizado para 
transformar esporas de A. gossypii. 
6. CONSTRUCCIÓN DE PLÁSMIDOS Y MÓDULOS PARA LA TRANSFORMACIÓN DE 
Ashbya gossypii 
 
A. gossypii es un microorganismo fácilmente modificable genéticamente con un producto 
de PCR, puesto que la recombinación homóloga de fragmentos de DNA en su genoma es 
altamente efectiva (J Wendland et al. 2000). Tanto las deleciones como las 
sobreexpresiones de los distintos genes diana se realizaron utilizando un producto de PCR 
o la fusión de varios productos de PCR mediante el sistema de clonación NEbuilder. Los 
fragmentos para la expresión de genes heterólogos se prepararon utilizando la metodología 
Golden Gate a partir de la fusión de varios fragmentos contenidos en varios plásmidos y la 
amplificación del vector final en E. coli. 
 
6.1. Módulos para la sobreexpresión génica 
 
La sobreexpresión de genes endógenos en A. gossypii se lleva a cabo mediante la 
sustitución de los promotores endógenos por un promotor constitutivo fuerte como, por 
ejemplo, el promotor del gen AgGPD1 que codifica para la enzima glicerol-3-fosfato 
deshidrogenasa. El módulo de sobreexpresión empleado consta de un marcador de 
selección de resistencia a G418 (loxP-KanMX-loxP), la secuencia del promotor PGPD1 y 
secuencias recombinogénicas del sitio de integración. La integración genómica del módulo 
de sobreexpresión (loxP-KanMX-loxP-PGPD1) en los sitios diana se produce gracias a la 
presencia de las secuencias recombinogénicas flanqueantes (40-100pb). Estas secuencias 
se añaden a los módulos de sobreexpresión mediante la amplificación del módulo loxP-
KanMX-loxP-PGPD1 contenido en el vector JR3684 empleando oligonucleótidos específicos 
para cada gen (Fig. 10). Mientras que el marcador loxP-KanMX-loxP permitirá la selección 
de los transformantes en el antibiótico geneticina (G418), la presencia de secuencias loxP 
flanqueando este marcador de selección permitirá la eliminación de dicho marcador por la 
acción de la recombinasa Cre (Güldener et al. 1996) (figura eliminación del marcador de 
resistencia). 




Figura 10. Sobreexpresión de genes endógenos en A. gossypii mediante la sustitución de los 
promotores endógenos por el promotor constitutivo fuerte PGPD. El módulo de sobreexpresión 
empleado consta de un marcador de selección de resistencia a G418 (loxP-KanMX-loxP) 
 
6.2. Módulos para la deleción génica 
 
La deleción de genes endógenos en A. gossypii se lleva a cabo mediante la sustitución 
completa del ORF diana por el módulo loxP-KanMX-loxP contenido en el vector JR3681. 
La integración genómica de este módulo de deleción (loxP-KanMX-loxP) en los sitios diana 
se produce gracias a la presencia de las secuencias recombinogénicas flanqueantes (40-
100pb). Este módulo se amplifica empleando oligonucleótidos específicos para cada gen 
que contienen dichas secuencias recombinogénicas (Fig. 11). Al igual que en el módulo de 
sobreexpresión la presencia del marcador loxP-KanMX-loxP permitirá la selección de los 
transformantes en el antibiótico geneticina (G418). Las secuencias loxP flanqueando este 
marcador de selección permitirán la eliminación de dicho marcador por la acción de la 
recombinasa Cre (Güldener et al. 1996) (Fig. 12). 




Figura 11. Deleción de genes endógenos en A. gossypii mediante la sustitución completa del ORF 
diana por el módulo loxP-KanMX-loxP contenido en el vector JR3681. La integración genómica de 
este módulo de deleción (loxP-KanMX-loxP) en los sitios diana se produce gracias a la presencia 
de las secuencias recombinogénicas flanqueantes 
 
6.3. Módulos para la expresión de genes heterólogos 
 
Los distintos módulos de expresión heteróloga de genes utilizados en este estudio se 
construyeron utilizando el método Golden Gate descrito anteriormente. Se utilizaron 
vectores previamente construidos con el DNA flanqueado por dianas de restricción para la 
enzima BsaI. Estos plásmidos contienen distintos módulos: el loxP-KanMX-loxP, el 
promotor PGPD, el gen de interés que queremos introducir en el genoma de A. gossypii, el 
terminador PGK1t/ENO2t y dos fragmentos de DNA homólogos a la región del genoma 
donde se insertará el módulo.  
 
Los genes que se expresaron de forma heteróloga en A. gossypii en este trabajo fueron 
pta de Bacillus subtilis en el locus ADR304W que se corresponde al gen STE12 de A. 
gossypii, xpkA de Aspergillus nidulans en el locus AGL034C, una copia adicional del gen 
endógeno AgDGA1 de A. gossypii en el locus AFR171W y el gxf1 de Candida intermedia 
en distintos locus (AFR171W y AGL347C) (Fig. 12). La interrupción de estos genes no 
afecta al crecimiento de A. gossypii (Ledesma-Amaro, Santos, et al. 2014b; 2014a). 




Figura 12. Integración genómica a través de las secuencias recombinogénicas flanqueantes de 
módulos de sobreexpresión de genes heterólogos construidos mediante el método Golden Gate. 
Este módulo se obtiene previa digestión del vector de destino JR3652 con la enzima de restricción 
SapI 
 
Los vectores utilizados para la construcción de estos módulos están descritos en la sección 
3.2. del apartado Materiales y Métodos de este trabajo. Los codones de todos los genes 
introducidos de manera heteróloga en el genoma de A. gossypii fueron optimizados según 
el código genético de este hongo filamentoso. Todos los genes sintéticos provienen de 
GenScript. 
 
6.4. Eliminación del marcador de resistencia al antibiótico de selección 
 
Se sigue el mismo proceso de transformación descrito anteriormente. El DNA con el que 
transformamos a A. gossypii es el plásmido JR3014, que contiene el gen que codifica para 
la recombinasa Cre y el gen que otorga resistencia a higromicina, un antibiótico de 
selección para aislar los transformantes que contengan dicho plásmido. La recombinasa 
Cre escinde el gen de resistencia al antibiótico de selección con el que hayamos 
transformado al hongo, en este caso, geneticina. El marcador loxP-KanMX-loxP se escinde 
gracias a las secuencias loxP que lo flanquean. La recombinasa Cre corta en estos sitios 
loxP y forma un “loop” con el gen KanR. Únicamente permanece uno de los sitios loxP en 
el DNA insertado en el hongo, perdiéndose así la resistencia a geneticina (Güldener et al. 
1996). También se pierde la resistencia a higromicina debido a la poca estabilidad de los 
plásmidos en A. gossypii, que acaban desapareciendo al cabo de unas cuantas divisiones. 
 




Figura 13. Eliminación del marcador de selección. La recombinasa Cre corta en los sitios loxP y 
escinde el gen que otorga resistencia al antibiótico de selección kanamicina (loxP-KanMX-loxP). En 
su lugar sólo permanece una de las secuencias loxP. El promotor PGPD1 permanece intacto en el 
genoma de A. gossypii. 
 
Una vez seleccionados y aislados los homocariontes puros, se comprueba que hayan 
perdido tanto el marcador de resistencia a geneticina como a higromicina. Para ello los 
transformantes homocariontes se siembran en medios MA2, MA2 + geneticina y MA2 + 
higromicina (Fig. 14). De esta manera se pueden introducir nuevas transformaciones en 
una misma cepa, obteniendo así cepas de A. gossypii con sobreexpresiones y/o deleciones 
simultáneas de varios genes. 
 
Figura 14. Comprobación de la eliminación del marcador de resistencia al antibiótico de selección 
en A. gossypii. Medios de cultivo rico sólido (MA2) con y sin los antibióticos geneticina (G418) e 
higromicina para comprobar que cepas de A. gossypii hayan perdido la resistencia a ambos 
antibióticos. Aquellas cepas que únicamente sean capaces de crecer en medio MA2 sin antibiótico 
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6.5. Técnica CRISPR/Cas9 para la edición genómica en A. gossypii 
 
La modificación del genoma de A. gossypii mediante la técnica CRISPR/Cas9 a partir de 
un solo vector (JR3986) ha sido descrita anteriormente por nuestro grupo de investigación 
(Jiménez et al. 2019). En un sistema CRISPR/Cas9, un RNA guía (gRNA) dirige la 
endonucleasa Cas9 a loci genómicos específicos para producir roturas de doble cadena 
(DSB) (Brouns et al. 2008). Hay dos vías para reparar DSB en el DNA: recombinación 
homóloga (HR) y unión final no homóloga (NHEJ). El sistema CRISPR/Cas9 se basa en la 
capacidad de reparar un DSB dirigido con un DNA donante sintético por HR (Raschmanová 
et al. 2018). A este respecto, en contraste con otros hongos filamentosos, la integración de 
DNA exógeno homólogo por HR es muy frecuente en A. gossypii (Steiner et al. 1995). 
Como se mencionó anteriormente, el sistema CRISPR/Cas9 comprende una endonucleasa 
de DNA guiada por RNA (Cas9) y un RNA guía (gRNA), que es complementario a la región 
objetivo genómica (Jinek et al. 2012). La nucleasa Cas9 requiere un motivo adyacente 
protospacer 50-NGG-30 (PAM) para generar un DSB en el objetivo genómico. Para formar 
el complejo catalítico activo con Cas9 (Jinek et al. 2012), se requiere un RNA de 
direccionamiento CRISPR (crRNA) y un crRNA transactivador (tracrRNA). El crRNA y el 
tracrRNA se pueden unir en un RNA guía sintético (sgRNA) que puede unirse y guiar a la 
Cas9 (Jinek et al. 2012). Por lo tanto, el sgRNA comprende una secuencia estructural para 
la unión de Cas9 y una secuencia variable de 20 pb para que coincida con la secuencia 
diana genómica. Además, debe proporcionarse un DNA donante (dDNA) que contenga el 
objetivo genómico diseñado con flancos de homología para la reparación de DSB mediante 
HR (Raschmanová et al. 2018; Jinek et al. 2012). 
 
En este proyecto el sistema CRISPR/Cas9 se utilizó para introducir una modificación 
puntual en el gen AFL205C de A. gossypii. Se obtuvo así una cepa de A. gossypii en la 
que se mutaron dos adeninas (A) a una guanina (G) y una timina (T), lo que se traduce en 
el cambio de la asparagina (N) 355 en una valina (V). La técnica CRISPR/Cas9 se llevó a 
cabo mediante la transformación de esporas de A. gossypii con el plásmido JR3992, que 
proviene de la modificación del vector JR3986 (Jiménez et al. 2019). Esto plásmido 
contiene la secuencia mutante específica para el gen AFL205C, introduciéndose así la 
modificación puntual. Además, también se modificó el sitio PAM en el mismo proceso, 
evitando así que la nucleasa Cas9 continuase modificando indefinidamente ese lugar 
concreto del genoma, ya que dicho sitio PAM es necesario para la unión de la nucleasa 
Cas9 al DNA. 
 
Los transformantes heterocarióticos se seleccionaron en medios MA2 que contienen 
geneticina (G418). Los clones resistentes a G418 se aislaron y se cultivaron en medio 
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G418-MA2 durante 2 días. A continuación, se logró la pérdida del vector CRISPR/Cas9 
durante la esporulación de los clones heterocarióticos en medios SPA que carecen de 
G418. Los clones homocarióticos se aislaron en medios MA2 que carecían de G418. La 
pérdida del plásmido CRISPR/Cas9 se confirmó en medios G418-MA2. El cribado de las 
mutaciones CRISPR/Cas9 se realizó mediante PCR analítica. Las ediciones genómicas 
fueron confirmadas por secuenciación de DNA. 
7. EXTRACCIÓN DE LÍPIDOS Y ANÁLISIS DEL PERFIL DE ÁCIDOS GRASOS 
 
7.1. Extracción de lípidos de la biomasa para análisis por cromatografía de gases y 
espectometría de masas (GC-MS) 
 
La extracción de lípidos de las distintas cepas de A. gossypii se realizó a partir de distintos 
medios de cultivo líquidos. Dichos cultivos fueron iniciados a partir de preinóculos con 
esporas (106 esporas/mL) o con micelio lisado crecido en medio rico sólido, durante 24 
horas de incubación a 28ºC a 200 rpm. Una vez iniciados los cultivos se recogieron distintas 
muestras durante los 3-9 días de duración de dichos experimentos. Los 1-5 mL de micelio 
recogido por filtración o centrifugación se secaron por liofilización (la muestra congelada a 
-80 ºC se sometió a una presión de vacío que elimina el agua por sublimación). Se partió 
de una biomasa liofilizada de 10 mg, que se resuspendió en 1 ml de una solución al 97,5% 
de metanol y 2,5% de ácido sulfúrico. Después, se incubó el vial con el micelio liofilizado a 
80ºC durante 1,5 horas para una transesterificación de los triglicéridos de la muestra con 
el metanol de la solución en presencia del catalizador ácido. Esta reacción fue necesaria 
para la posterior detección de los ésteres metílicos de ácidos grasos en el cromatógrafo de 
gases. Dicha reacción se detuvo por la adición de 1 mL de una solución 1M de NaCl. Se 
añadieron 0,5 mL de una solución de hexano, se agitó vigorosamente la mezcla y se 
centrifugó 5 minutos a 2500 r.p.m. Se obtienen así distintas fases, donde la superior se 
corresponde con la fase lipídica disuelta en hexano. La solución de hexano contiene un 
patrón interno consistente en 50 µg/mL de heptadecanoato (ácido margárico C17:0), que 
es un ácido graso saturado no presente en A. gossypii. Este ácido graso se puede utilizar 
metilado para que no sea necesaria la transesterificación, pero también podría utilizarse 
sin metilar. En este último caso, se añade la disolución de hexano con el patrón interno 
antes de que tenga lugar la reacción de transesterificación y pudiendo así calcular la 
eficiencia de dicha reacción. Se analizó una muestra extra, la cual consta únicamente de 
100 µL de disolución de hexano con el patrón interno. Dicha muestra extra nos permitió 
conocer el rendimiento de la extracción. 
 
 MATERIALES Y MÉTODOS 
70 
 
Una vez extraída la fase lipídica disuelta en hexano se deshidrató completamente dicha 
fase con Na2SO4 anhidro, se filtró con embudo alemán y se depositó en viales de vidrio 
adecuados para el posterior análisis.  
 
Los ésteres metílicos de ácidos grasos disueltos en hexano se analizaron en un 
cromatógrafo de gases acoplado a un espectrómetro de masas (GC-MS, Servicio de 
Espectrometría de Masas, USAL). El análisis se llevó a cabo utilizando el cromatógrafo de 
gases Shimazdu GC17 y el espectrómetro de masas Shimazdu QP5000. Se utilizó una 
columna DB-5 (30 m de largo, 0.25 mm de diámetro interno y 25 µm de película). Las 
condiciones para el análisis fueron las siguientes: se utilizó helio con un flujo de 1,3 
mL/minuto como gas portador, con un Split-ratio 60:1. La temperatura del inyector fue de 
270ºC y la temperatura de la interfase 290 ºC. El horno siguió el siguiente programa: 
temperatura inicial de 90ºC durante 5 minutos, una rampa de 12ºC/minuto hasta 190ºC, y 
una rampa de 4ºC/minuto hasta 290ºC. Los ácidos grasos se identificaron por comparación 
con los ésteres metílicos de ácidos grasos de una muestra estándar comercial (FAME32; 
Supelco) y la cuantificación total de ácidos grasos se realizó siguiendo el método del patrón 
estándar interno utilizando 50 µg/mL de ácido heptadecanoico C17:0 (Sigma).  
 
Durante la colaboración de nuestro grupo con el grupo de investigación de la Dra. Lucília 
Domingues en la Universidad do Minho en Braga (Portugal) los extractos lipídicos se 
analizaron por un cromatógrafo de gases asociado a un espectrómetro de masas diferente. 
El análisis se realizó mediante el GC-MS Scion SQTM 436 (Bruker), utilizando una columna 
SLB-IL 100 de (Supelco, 30 m de largo 0,25 mm de diámetro interno y 0,20 µm de película). 
Para el análisis se utilizó helio con un flujo de 1 mL/min como gas portador. Se inyectó 1 
µL de muestra automáticamente siguiendo el siguiente programa de Split-ratio: Split-ratio 
inicial de 1:20 durante 0,01 min, el cual se apagó durante 0,49 min, para a continuación 
iniciar un Split-ratio de 1:100 durante 0,5 min, y, por último, se pasó a un Split-ratio de 1:20 
indefinidamente. La temperatura del inyector fue de 250ºC y la de la interefase de 200ºC. 
El horno siguió el siguiente programa: temperatura inicial de 90ºC durante 5 min, rampa de 
12ºC/min hasta 190ºC y rampa de 4ºC/min hasta 230ºC. La detección del espectrómetro 
de masas fue desde 50 hasta 500 Da. Los ácidos grasos se identificaron por comparación 
con los ésteres metílicos de ácidos grasos de una muestra estándar comercial (FAME32; 
Supelco) y la cuantificación total de ácidos grasos se realizó siguiendo el método del patrón 
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7.2. Extracción de lípidos de la biomasa para análisis cuantitativo gravimétrico 
 
Las muestras se recogieron a partir de cultivos líquidos de la misma manera que en el caso 
del análisis por GC-MS. En este caso se partió de una biomasa liofilizada de 10-20 mg. A 
continuación, se realizó una extracción con cloroformo/metanol, aplicando una 
modificación del método de Folch (Schneiter and Daum 2006; Folch, Lees, and Stanley 
1987).  
 
Se añadieron 2,5 mL de metanol y 2,5 mL de cloroformo y se mezclaron dando vórtex 
vigorosamente. Posteriormente, se añadió 1 mL de una solución salina de 1M NaCl y se 
mezcló de nuevo. Se realizaron un mínimo de tres extracciones más con 1mL de cloroformo 
en cada extracción, añadiendo 0,1 mL de solución salina sólo en el caso de que no se 
produzca separación de fases. Se añade NaCl para favorecer la separación de fases y la 
protonación de los lípidos que pudieran estar desprotonados para forzarlos a pasar a la 
fase orgánica (Folch, Lees, and Stanley 1987).  
 
Una vez se obtuvo la fase inferior con los lípidos disueltos en cloroformo mediante un 
embudo de decantación, se añadió Na2SO4 anhidro para deshidratar complemente la fase 
orgánica. Por último, se filtró con algodón en embudo alemán y se evaporó en rotavapor 
en tubos previamente tarados. Una vez completamente evaporado el cloroformo, se pesó 
el contenido lipídico total. 
 
7.3. Extracción de lípidos del medio extracelular para análisis por GC-MS 
 
El análisis de lípidos secretados al medio de cultivo se realizó mediante una extracción con 
cloroformo/metanol partiendo de 5 mL cultivo. Se filtran para separar el micelio del 
sobrenadante y se añaden 5 mL de metanol, otros 5 mL de cloroformo y se agita 
vigorosamente dando vortex. Se centrifuga durante 5 minutos a 2500 r.p.m. y se recoge la 
fase orgánica inferior donde se encuentran los lípidos disueltos en cloroformo. Se evapora 
mediante rotavapor dicha fase orgánica y a continuación se transesterifican los ácidos 
grasos extraidos del medio de cultivo tal y como se describe en el apartado “Extracción de 
lípidos de la biomasa para análisis por cromatografía de gases y espectometría de masas 
(GC-MS)”. 
8. ANÁLISIS DE DISTINTOS MEDIANTE CROMATOGRAFÍA LÍQUIDA DE ALTA 
EFICACIA (HPLC) 
 
El análisis del consumo y/o producción de glucosa, xilosa, xilitol y etanol en las distintas 
cepas de A. gossypii se realizó en distintos medios de cultivo líquidos. Dichos cultivos 
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fueron iniciados a partir de esporas (106 esporas/mL) o con micelio lisado crecido en medio 
rico sólido. Se recogieron distintas muestras cada 12 horas durante los 3-9 días de duración 
de dichos experimentos. Cada muestra fue sometida a filtración y/o centrifugación para 
separar el sobrenadante de la biomasa del cultivo. Con la biomasa recogida se obtuvieron 
datos del crecimiento del cultivo y/o se cuantificaron los lípidos producidos, mientras que 
el sobrenadante fue utilizado para la cuantificación del consumo y/o producción de dichos 
metabolitos. 
 
La glucosa, la xilosa, el xilitol y el etanol fueron analizados con un sistema de cromatografía 
líquida de alto rendimiento (Waters Alliance 2795 High) equipado con una columna REZEX 
ROA Organic acid H+ (8%) de 25 cm de largo y 4,6 mm de diámetro interno. Dicha columna 
se encuentra acoplada a un detector RI (Waters 410). La fase móvil fue de 0,005N H2SO4 
y el caudal de 0,6 mL/seg a 50ºC de temperatura. Todas las muestras se filtraron con filtros 
de 0,45 µm y se inyectaron 25 µL de cada muestra. 
 
El sistema HPLC durante nuestra colaboración en el grupo de investigación de Lucília 
Domingues en la Universidad do Minho en Braga (Portugal) fue utilizado para la 
determinación de xilosa, xilitol, glucosa, fructosa, sacarosa y glicerol. La xilosa, el xilitol y 
el glicerol se cuantificaron utilizando un detector de índice de refracción (Jasco) Aminex 
HPX-87 (BioRad, EEUU). Se eluyeron con una velocidad de flujo de 0,005 M H2SO4 de 0,6 
mL/min a 60ºC. La sacarosa, la xilosa, la glucosa y la fructosa se cuantificaron utilizando 
un detector de índice de refracción (Jasco) y una columna Prevail Carbohydrate ES. Se 
utilizó una fase de acetonitrilo: agua (75:25 v/v) bombeada a 0,9 mL/min como fase móvil 
a 30ºC. 
9. DETECCIÓN DE CUERPOS LIPÍDICOS MEDIANTE MICROSCOPIA DE 
FLUORESCENCIA 
 
Se utilizó la microscopía de fluorescencia para la correcta visualización de los cuerpos 
lipídicos en las hifas de A. gossypii. Dichos cuerpos lipídicos se tiñieron con Bodipy 
(Invitrogen) o Nile Red (Sigma). Ambos se prepararon en una disolución de etanol a una 
concentración de 1 mg/mL. 
 
El micelio de A. gossypii se recogió por filtración y se lavó con agua estéril varias veces. 
Una vez el micelio se encuentra resuspendido en agua, se añade 1 µL de Bodipy o Nile 
Red por cada 100 µL de micelio disuelto en agua. Finalmente se procede a la detección de 
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Los resultados recogidos en los apartados 1 y 3 han sido publicados en el artículo Díaz-
Fernández et al. 2017 (se incluye copia en el Apéndice). 
 
Los resultados recogidos en el apartado 2 forman parte de un manuscrito enviado a revisión 
en la revista Journal of Biotechnology, “Characterization of sugar transport for xylose 
utilization in Ashbya gossypii”: JBIOTEC-D-20-00540. 
 
Los resultados recogidos en los apartados 4 y 5 han sido publicados en el artículo (se 
incluye copia en el Apéndice). 
1. INGENIERÍA METABÓLICA PARA EL APROVECHAMIENTO DE XILOSA EN Ashbya 
gossypii 
 
A. gossypii no puede usar xilosa como única fuente de carbono para generar biomasa; sin 
embargo es capaz de producir xilitol cuando crece en un medio de cultivo que contiene 
xilosa (Ribeiro et al. 2012). Por tanto, el genoma de A. gossypii debe contener un gen que 
codifique la actividad XR para producir xilitol a partir de xilosa. Con esta premisa, se llevó 
a cabo una búsqueda en la base de datos genómica de A. gossypii 
(http://agd.unibas.ch/index.html) de homólogos de los genes GRE3, XYL2 y XKS1 de S. 
cerevisiae, que codifican XR, XDH y XK, respectivamente. Se identificaron los genes de A. 
gossypii ACL107C, ABR229C y AGR324C como homólogos de los genes GRE3, XYL2 y 
XKS1 de S. cerevisiae, respectivamente (Fig. 15). 
 
Figura 15. Genes del metabolismo de xilosa en A. gossypii. Los genes ACL107C, ABR229C y 
AGR324C son homólogos sinténicos de los genes GRE3, XYL2 y XKS1 de S. cerevisiae. Se indica 
el porcentaje de identidad y similitud a nivel de secuencia de aminoácidos entre los homólogos. 
 
Se analizó la expresión de los genes ACL107C, ABR229C y AGR324C en la cepa tipo 
silvestre de A. gossypii mediante PCR cuantitativa (qPCR) y se comprobó el escaso nivel 
de expresión de cada uno de ellos, siendo, por ejemplo, la expresión de ACL107C 0,75 
veces el nivel de expresión de ACT1. Estos bajos niveles de expresión de los genes 
ACL107C, ABR229C y AGR324C podrían explicar la incapacidad de A. gossypii de 
metabolizar xilosa (Fig. 17). La vía de asimilación de xilosa XR-XDH-XK ha sido utilizada 
con éxito para generar cepas de diferentes bacterias y levaduras capaces de metabolizar 
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la xilosa (G. Zhang et al. 2015); por tanto, asumiendo que Acl107c, Abr229c y Agr324c 
pueden participar en el metabolismo de la xilosa en A. gossypii, se planteó como punto de 
partida la sobreexpresión de los genes ACL107C, ABR229C y AGR324C de A. gossypii 
(de ahora en adelante GRE3, XYL2 y XKS1 respectivamente) para permitir el 
aprovechamiento de xilosa en A. gossypii. 
 
La generación de una cepa de triple sobreexpresión (GRE3, XYL2, XKS1) se logró después 
de tres rondas de transformación sobre la cepa silvestre de A. gossypii (Fig. 16). La 
sobreexpresión de genes endógenos en A. gossypii se lleva a cabo mediante la sustitución 
de los promotores endógenos por el promotor constitutivo fuerte PGPD1. El módulo de 
sobreexpresión empleado consta de un marcador de selección de resistencia a G418 (loxP-
kanMX-loxP), la secuencia del promotor PGPD1 y secuencias recombinogénicas del sitio de 
integración (Materiales y Métodos: Módulos para la sobreexpresión de genes). 
 
 
Figura 16. Diagrama de la construcción de la cepa GXX. La expresión transitoria de la recombinasa 
Cre permite eliminar el marcador loxP-kanMX-loxP (cepas color gris) para su reutilización en las 
siguientes rondas de transformación. En las cepas de color gris se resalta en negrita el gen 
manipulado en cada ronda de transformación. 
 
La integración correcta de los módulos de sobreexpresión en la cepa triple mutante (A665-
GXX, Tabla 1) fue confirmada mediante PCR analítica y secuenciación de DNA. La 
funcionalidad de los módulos de sobreexpresión fue verificada mediante qPCR. Los tres 
genes mostraron niveles de mRNA entre 30-50 veces superiores en la cepa GXX respecto 
a la de la cepa de tipo silvestre (A4-WT) (Fig. 17). 
 




Figura 17. PCR cuantitativa a tiempo real de los genes GRE3, XYL2 y XKS1 en las cepas WT y GXX 
de A. gossypii. Los niveles de transcripción relativa fueron cuantificados a las 48 horas de cultivo en 
medio líquido rico MA2, y normalizados usando el gen AgACT1 de A. gossypii como referencia. 
 
A continuación, se analizó la capacidad de las cepas construidas para utilizar xilosa como 
única fuente de carbono en cultivos líquidos durante 12 días. Las cepas intermedias A630 
y A645 (Fig. 16) fueron incapaces de crecer usando xilosa como única fuente de carbono; 
sin embargo, la cepa GXX mostró un crecimiento exponencial durante las primeras 72 
horas de cultivo con una tasa de crecimiento específico (µxyl) de 0,0537 h-1. Por el contrario, 
la cepa WT fue incapaz de crecer en este mismo medio con xilosa como única fuente de 
carbono (Figs. 16). 
 
Figura 18. Análisis del crecimiento de la cepa GXX. A, Crecimiento de las cepas WT y GXX en medio 
líquido rico MX2 al 2% de xilosa. B, Crecimiento de las cepas WT y GXX en medio líquido rico MA2 
con 2% de glucosa. C, Cultivos de las cepas GXX y WT de A. gossypii en medios MX2 con 2% de 
xilosa a las 168h 
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La cepa GXX alcanzó 7-8 g/L de biomasa en medios con xilosa como única fuente de 
carbono. Asimismo, la cepa GXX presentó un nivel de crecimiento superior al de la cepa 
WT en medios con glucosa como única fuente de carbono (6 g/L de biomasa; CDW: “Cell 
Dry Weight”) (Fig. 18A-B). El análisis del medio de cultivo durante el crecimiento de la cepa 
GXX mostró una tasa de consumo de xilosa de 0,226 mmol/g/h durante la fase de 
crecimiento exponencial (Fig. 19). Además, a las 72h de cultivo se midió un incremento de 




Figura 19. Consumo de xilosa y producción de distintos metabolitos de la cepa GXX en medio MX2 
con 2% de xilosa 
 
Al contrario que en el medio MA2 (2% glucosa), se observó un retraso en la germinación 
de las esporas de la cepa GXX en el medio con xilosa como única fuente de carbono (Fig. 
18A). Este hecho provocó que la fase exponencial de crecimiento no se iniciase hasta las 
48h de cultivo. En consecuencia, el consumo de xilosa fue mínimo hasta que se alcanzó 
suficiente biomasa en el cultivo (Fig. 18A, 17). La adición de glucosa (2-5 g/L) al medio de 
cultivo previno el retraso de la germinación de las esporas (Fig. 20A). No obstante, el 
consumo de xilosa no se inició hasta el agotamiento de la mayor parte de la glucosa 
añadida (Fig. 20B-C). Al igual que en los experimentos anteriores, se produjo una excreción 
de xilitol al medio de cultivo poco después de que la xilosa comenzara a consumirse, 
alcanzándose una concentración de xilitol de unos 8 g/L que fue consumido posteriormente 
(Fig. 20B-C). 




Figura 20. Cinéticas de crecimiento y utilización de mezclas de azúcares de la cepa GXX. A, 
Producción de biomasa de las cepas WT y GXX usando distintas formulaciones de azúcares. B, C, 
Consumo de azúcares y producción de distintos metabolitos de la cepa GXX en medio MX2 al 2% 
de xilosa más 0,2% de glucosa (B) y en medio MX2 al 2% de xilosa más 0,5% de glucosa (C) 
 
La excreción de xilitol a los medios de cultivo indica una alta tasa de conversión de xilosa 
a xilitol y un mecanismo activo de excreción/captación de xilitol en A. gossypii. Se puede 
deducir que la acumulación transitoria de xilitol se debe a que la actividad de la enzima 
XDH es un paso limitante en la vía de asimilación de la xilosa. Una explicación a este hecho 
es que la actividad de la enzima XDH podría verse afectada por una baja oxigenación del 
cultivo cuando la concentración de biomasa es alta, ya que se ha demostrado que la 
disponibilidad de oxígeno y las condiciones de aireación afectan a la actividad XR en 
diferentes microorganismos capaces de metabolizar xilosa (Branco et al. 2009; S.-Y. Kim, 
Kim, and Oh 1997; Jin and Jeffries 2004). Otra posible explicación a la acumulación de 
xilitol podría ser la saturación de la enzima XDH por exceso de sustrato o por un 
desequilibro de cofactores debido al requerimiento diferencial (NADPH/NAD+) entre las 
enzimas XR y XDH (Fig. 5). 
 
Para realizar un análisis más exhaustivo de la cepa GXX se analizó su capacidad de 
crecimiento en medios de cultivo con concentraciones crecientes de xilosa como única 
fuente de carbono (2%, 4% y 8%). La producción de biomasa aumentó significativamente 
en los medios ricos MX2 con 4% y 8% de xilosa, siendo máxima en este último medio 
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después de 264h de cultivo (12 g/L). Sin embargo, a diferencia de los medios MX2 con 2 y 
4% de xilosa, en el medio de cultivo con 8% de xilosa el inicio de la fase de crecimiento 
exponencial sufrió un retraso significativo, dando lugar a una fase trófica extendida hasta 
las 264h (Fig.21C). Este retraso en el inicio de la fase exponencial se explica por un bajo 
consumo de xilosa durante las primeras 72h de cultivo. La excreción de xilitol al medio de 
cultivo también aumentó significativamente a mayor concentración de xilosa en el medio 
de cultivo, alcanzando 22,6 g/L a partir de 8% de xilosa. Además, se detectó un aumento 
en la producción de etanol en los medios de cultivo con mayor porcentaje de xilosa (Fig. 
21). 
 
Figura 21. Cinéticas de crecimiento de la cepa GXX a diferentes concentraciones de xilosa. 
Producción de biomasa, consumo de xilosa y producción de xilitol y etanol de la cepa GXX crecida 
en medio MX2 al 2% de xilosa (A), al 4% de xilosa (B) y al 8% de xilosa (C) 
 
Con los resultados obtenidos se puede concluir que la sobreexpresión de los genes 
endógenos GRE3, XYL2 y XKS1 de A. gossypii es suficiente para permitir el 
aprovechamiento de la xilosa como única fuente de carbono, siendo la capacidad de 
crecimiento de la cepa GXX similar a la observada cuando se emplea glucosa como 
fuente de carbono. Además, la acumulación de xilitol en el medio de cultivo tiene un gran 
potencial biotecnológico para la producción industrial de polialcoholes. 
  
 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
81 
 
2. CARACTERIZACIÓN DE TRANSPORTADORES DE AZÚCARES EN Ashbya 
gossypii  
 
2.1. Caracterización de los homólogos de genes HXT en A. gossypii  
 
La identificación de los sistemas de transporte de azúcar es importante para implementar 
enfoques de ingeniería metabólica que mejoren la utilización de diferentes materias primas 
para fermentaciones microbianas. La co-utilización de azúcares mixtos (pentosas y 
hexosas) constituye un desafío debido al sistema CCR, que reprime la utilización de 
pentosas en presencia de glucosa. En este sentido, se ha descrito que el empleo de 
materias primas ricas en xilosa para la producción de biolípidos en A. gossypii se ve 
obstaculizado por una deficiencia en la co-utilización de xilosa/glucosa, dificultando el 
crecimiento y la productividad de las cepas modificadas (Díaz-Fernández et al. 2017; 
2019). De hecho, el consumo de xilosa por parte de la cepa GXX sólo se produce cuando 
no hay glucosa en el medio de cultivo (Fig. 20). 
 
En A. gossypii hay una falta de información sobre los transportadores de azúcares, lo cual 
es de gran importancia para desarrollar bioprocesos eficientes basados en el empleo de 
sustratos complejos. Dado que A. gossypii está relacionado evolutivamente con S. 
cerevisiae (Dietrich et al. 2004), y considerando las proteínas Hxt1-7 y Gal2 como los 
transportadores de glucosa más prominentes en S. cerevisiae, una comparación genómica 
con A. gossypii reveló la ausencia de ortólogos para HXT2 y GAL2 en A. gossypii. Sin 
embargo, se identificaron tres genes candidatos que podrían codificar transportadores de 
azúcares en A. gossypii: AFL204C, AFL205C y AFL207C. Estos tres genes son homólogos 
sinténicos de los genes HXT1, HXT3-7 de S. cerevisiae y se agrupan en el cromosoma VI 
de A. gossypii (Fig. 22). Como se mencionó anteriormente, la sobreexpresión de la vía XR-
XDH-XK endógena en A. gossypii proporciona la capacidad del hongo para crecer en 
medios basados en xilosa como única fuente de carbono, lo que indica que también debe 








Figura 22. Homólogos de HXT en A. gossypii. Comparación de la región genómica del cromosoma 
VI de A. gossypii y los cromosomas IV y VIII de S. cerevisiae. El AFL204C, AFL205C y AFL207C 
son homólogos sinténicos de genes HXT de S. cerevisiae. Se indica el porcentaje de identidad y 
similitud de aminoácidos entre los homólogos. 
 
Para caracterizar los genes AFL204C, AFL205C y AFL207C, se decidió analizar los niveles 
de transcripción en las cepas WT (A4) y GXX (A665) de A. gossypii (Tabla 1), que 
mostraron diferencias significativas en sus perfiles de expresión en respuesta a diferentes 
concentraciones de azúcares. Los niveles más altos de mRNA se correspondieron con el 
gen AFL205C y su expresión fue altamente inducida en medios de cultivo que contenían 
0,2% de glucosa y 2% de xilosa (Fig. 23). La expresión de AFL205C también se analizó en 
la cepa GXX, que puede crecer usando xilosa como única fuente de carbono (Díaz-
Fernández et al. 2017). Los resultaron mostraron que la expresión de AFL205C fue 4,4 
veces menor cuando se usó xilosa como única fuente de carbono, lo que sugiere que la 
expresión de AFL205C o bien no se induce, o bien se reprime parcialmente cuando no hay 
glucosa en el medio de cultivo. La expresión de AFL205C parece ser inducida en A. 
gossypii por bajos niveles de glucosa y parcialmente reprimida tanto por altas 
concentraciones de glucosa como en ausencia de glucosa. Esta regulación de la expresión 
de AFL205C es similar a la regulación de HXT2 en S. cerevisiae (Özcan and Johnston 
1999). Sin embargo, los homólogos sinténicos de AFL205C (HXT1/HXT6) (Fig. 22) 
muestran diferencias respecto a su regulación transcripcional en S. cerevisiae: mientras 
que HXT1 es fuertemente inducido por altos niveles de glucosa, HXT6 es levemente 
inducido por niveles muy bajos de glucosa y reprimido por altas concentraciones de glucosa 
(Reifenberger, Boles, and Ciriacy 1997). 




Figura 23. PCR cuantitativa a tiempo real de los genes AFL204C, AFL205C y AFL207C en las cepas 
WT y A665 de A. gossypii. Los niveles de transcripción relativa fueron cuantificados a las 48 horas 
de cultivo en medio líquido rico MA2 al 2% de glucosa y en MX2 al 0,2% de glucosa + 2% de xilosa. 
Los valores fueron normalizados utilizando el gen AgACT1 de A. gossypii como referencia. 
 
Por otro lado, tanto AFL204C como AFL207C mostraron una expresión mucho más baja 
que AFL205C (Fig. 23). Las diferencias encontradas en los perfiles de expresión de los tres 
transportadores de azúcares de A. gossypii se pueden asociar a una contribución diferente 
de cada gen al transporte de glucosa y xilosa. 
 
2.2. Contribución de los homólogos HXT al transporte de xilosa en A. gossypii 
 
Para estudiar la contribución específica de los homólogos de HXT al transporte de xilosa 
en A. gossypii, se llevaron a cabo deleciones simples, dobles y triples de los genes 
AFL204C, AFL205C y AFL207C en una cepa parental GXX, la cual puede crecer usando 
xilosa como única fuente de carbono (Díaz-Fernández et al. 2017). Las deleciones génicas 
se llevaron a cabo mediante la sustitución de la secuencia codificante del gen 
correspondiente por un marcador de selección loxP-KanMX-loxP (Materiales y Métodos: 
6.2. Módulos para la deleción de genes) y la integración genómica de los módulos de 
deleción se confirmó mediante PCR analítica. 
 
Se obtuvieron curvas de crecimiento a partir de medios de cultivo basados en xilosa como 
fuente de carbono principal y se descubrió que las deleciones simples y dobles de los genes 
AFL204C, AFL205C y AFL207C no afectaban significativamente a la capacidad de A. 
gossypii para usar xilosa (Fig. 24A). Se decidió utilizar el mutante afl205cΔ (A741) como 
referencia de deleción simple debido al mayor nivel de expresión génica del transportador 
AFL205C, junto a la ausencia de defectos en el crecimiento de la cepa A741 respecto a las 
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demás cepas con deleciones simples y dobles de los genes AFL204C, AFL205C y 
AFL207C.  
 
Al contrario que los mutantes simples y dobles de los genes AFL204C, AFL205C y 
AFL207C, el mutante con una deleción triple (A764) (Tabla 1) mostró un defecto en el 
crecimiento a partir de medios basados en xilosa como fuente de carbono principal (Fig. 
24A). No obstante, la cepa A764 pudo alcanzar la misma biomasa que la cepa GXX 
después de 120h de cultivo. En concordancia con los datos de crecimiento observados, el 
consumo de xilosa también sufrió un retraso en la cepa A764, explicando así el defecto de 
crecimiento en el triple mutante (Fig. 24B). 
 
 
Figura 24. Crecimiento (A) y consumo de xilosa (B) de las cepas A665 (GXX), A741 y A764 en medio 
líquido rico MX2 al 2% de xilosa + 0,2% de glucosa. 
 
También se observó un fenotipo diferencial relacionado con la capacidad de esporulación 
en el mutante triple A764. En A. gossypii, la formación de esporas se inicia al final de la 
fase trófica cuando se agotan los nutrientes (Introducción: 1.1. Biología de A. gossypii). En 
este sentido, tanto la cepa GXX como la cepa A741 mostraron una capacidad de 
esporulación máxima desde el segundo día de cultivo (Fig. 25). Sin embargo, el mutante 
triple A764 fue capaz de producir esporas desde el primer día de cultivo en medio SPA, 
aunque no se observó nuevamente la formación de esporas hasta el cuarto día de cultivo 
(Fig. 25). Además, el número de esporas generadas por la cepa A764 fue muy inferior al 
número de esporas generadas por las cepas GXX y A741, lo que sugiere que el transporte 
de azúcares debe estar afectado significativamente en la cepa A764. 
 




Figura 25. Crecimiento de esporas de las cepas A665, A741 y A764 en medio sólido MA2 al 2% de 
glucosa 
 
Los resultados obtenidos en los mutantes de deleción indican que pueden existir 
mecanismos compensatorios entre los genes AFL204C, AFL205C y AFL207C para 
contrarrestrar la ausencia de algunos de los homólogos de HXT. Además, la capacidad del 
triple mutante A764 para usar xilosa también sugiere la existencia de mecanismos 
adicionales para el transporte de azúcares en A. gossypii, que permiten la utilización de 
xilosa cuando los tres homólogos de HXT están inactivados. A este respecto, se 
identificaron dos genes adicionales (AFR602W y ADR091W) como candidatos potenciales 
para codificar transportadores de azúcar, ya que muestran un 30-40% de identidad a nivel 
de secuencia de aminoácidos con Afl204c, Afl205c y Afl207c. No obstante, a pesar de estos 
posibles mecanismos compensatorios, la alteración de la capacidad de esporulación que 
mostró la cepa A764 (Fig. 25) indica que los bajos niveles intracelulares de azúcares 
pueden desencadenar la esporulación y, por lo tanto, sugiere que el transporte de azúcar 
debe verse significativamente afectado en esta cepa. 
 
2.3. Co-utilización de azúcares mixtos en A. gossypii 
 
Los transportadores de hexosas facilitan el transporte de pentosas en algunos 
microorganismos, como S. cerevisiae (G. Zhang et al. 2015). Sin embargo, el transporte de 
azúcares está controlado tanto por mecanismos de regulación transcripcional como 
mecanismos enzimáticos que dependen principalmente de los niveles de glucosa 
presentes en el medio de cultivo, promoviendo así la utilización de glucosa como fuente de 
carbono preferida (Özcan and Johnston 1999). Estos mecanismos reguladores pueden 
reprimir la expresión de transportadores de hexosa en presencia de pentosas y, por tanto, 
también limitar la absorción de xilosa (Gancedo 1998). Por lo tanto, algunas estrategias 
destinadas a mejorar la utilización de azúcares alternativos han descrito la sobreexpresión 
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de transportadores de hexosa endógenos o la inactivación de reguladores negativos 
(Ostergaard et al. 2000; Rossi et al. 2010). En consecuencia, para superar la regulación 
transcripcional dependiente de los niveles de glucosa (represión CCR), se utilizó un 
promotor fuerte constitutivo del gen GPD1 de A. gossypii para sobreexpresar los genes 
AFL204C, AFL205C y AFL207C. Se obtuvo así una cepa que sobreexpresa estos tres 
transportadores de azúcar (A847) (Tabla 1). La capacidad de crecimiento de esta cepa se 
analizó en cultivos con igual concentración de glucosa y xilosa (2% p/v) para evaluar la co-
utilización de ambos azúcares. 
 
Nuestros resultados mostraron que la sobreexpresión simultánea de los genes AFL204C, 
AFL205C y AFL207C (A847) no mejoró la capacidad de A. gossypii para utilizar xilosa en 
presencia de glucosa (Fig. 26), lo que indica que la regulación transcripcional no es el único 
mecanismo involucrado en la selectividad del azúcar en A. gossypii. 
 
 
Figura 26. Producción de biomasa (a) y consumo de xilosa (b) y glucosa (c) de las cepas A665, 
A847 y A844 en medio líquido rico MX2 al 2% de xilosa + 2% de glucosa 
 
Se ha descrito que mutaciones en los residuos que son importantes para la selectividad 
del azúcar pueden mejorar la afinidad de los supuestos transportadores de hexosa por la 
xilosa (Farwick et al. 2014; Young et al. 2014; G. Zhang et al. 2015). En concreto, el residuo 
N376 del gen GAL2 está involucrado en la especificidad del azúcar en S. cerevisiae 
(Farwick et al. 2014). Este aminoácido está conservado en la proteína Afl205c de A. 
gossypii (N355). Por lo tanto, se decidió usar la herramienta de edición genómica 
CRISPR/Cas9 (Materiales y Métodos: 6.5. Técnica CRISPR/Cas9 para la edición genómica 
en A. gossypii) para introducir mutaciones puntuales en el gen AFL205C de la cepa A847, 
 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
87 
 
que resultó en la sustitución del residuo 355 (N355V). La presencia de la mutación en la 
cepa A844 (Tabla 1) se confirmó mediante PCR analítica y secuenciación de DNA (Fig. 
27). 
 
Figura 27. Cromatogramas de las secuencias del locus AFL205C de tipo silvestre y el alelo mutante 
afl205c-N355V. Se indican los cambios de nucleótidos y el motivo adyacente protospacer (PAM) 
Las sustituciones de nucleótidos introducen el cambio de aminoácidos (N355V) y eliminan la 
secuencia PAM para evitar la actividad recurrente de Cas9. 
 
La cepa mutante A844 mostró una ligera mejora de su rendimiento de crecimiento en 
medios con glucosa/xilosa al 2% p/v, además de una mejora significativa del consumo de 
xilosa en presencia de glucosa (Fig. 26). También se puede observar que las cepas A665 
y A847 no comienzan a consumir xilosa hasta que la glucosa comienza a agotarse (36 
horas de cultivo), mientras que la cepa A844 presenta un consumo de ambos azúcares 
desde el comienzo del cultivo (Fig. 26). Además, durante la fase exponencial, a las 36 
horas de cultivo, el consumo de xilosa fue un 26% mayor en la cepa A844 que en la cepa 
GXX (79% frente a 53% de xilosa por consumir presente en el medio de cultivo) (Fig. 26), 
confirmando así la funcionalidad de la sustitución N355V para facilitar la captación de xilosa 
en presencia de glucosa en A. gossypii.  
 
En resumen, nuestros resultados mostraron que la sobreexpresión de los genes AFL204C, 
AFL205C y AFL207C no es suficiente para que A. gossypii pueda utilizar glucosa y xilosa 
simultáneamente. Sin embargo, la sobreexpresión del alelo afl205c-N355V mejora 
significativamente el uso de xilosa en presencia de glucosa. En consecuencia, el uso del 
alelo afl205c-N355V facilitará la co-utilización de azúcares mixtos en cepas modificadas de 
A. gossypii.  
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3. CANALIZACIÓN DE FLUJO METABÓLICO DE XILOSA HACIA LA BIOSÍNTESIS DE 
LÍPIDOS 
 
3.1. Sobreexpresión heteróloga de los genes pta y xpkA (ruta de la fosfocetolasa)  
 
La sobreexpresión de los genes GRE3, XYL2 y XKS1 en A. gossypii permite canalizar el 
flujo de carbono desde la xilosa hacia la ruta de las pentosas fosfato y utilizar este azúcar 
como fuente de carbono. No obstante, nuestro principal objetivo consiste en redirigir flujo 
metabólico desde el metabolismo de xilosa hacia la síntesis de ácidos grasos. La 
sobreexpresión de genes de la ruta de la fosfocetolasa se ha utilizado previamente para la 
producción de ésteres etílicos de ácidos grasos a partir de glucosa (De Jong et al. 2014). 
La ruta de la fosfocetolasa permite dirigir flujo metabólico desde X5P hacia AcCoA, que es 
el precursor inmediato de la biosíntesis de lípidos (Fig. 4). Por lo tanto, se decidió llevar a 
cabo la sobreexpresión heteróloga de enzimas de la ruta de la fosfocetolasa en la cepa 
GXX de A. gossypii. Se emplearon las secuencias codificantes de las enzimas 
fosfotransacetilasa (pta) y Xu5P fosfocetolasa (xpkA) de B. subtilis y A. nidulans, 
respectivamente. La construcción de los módulos de sobreexpresión para la ruta de la 
fosfocetolasa está descrita en el apartado de materiales y métodos de este trabajo (Fig. 
12). La integración de los dos módulos de sobreexpresión en los loci genómicos diana de 
la cepa GXX de A. gossypii se logró después de dos rondas de transformación y se 
confirmó mediante PCR analítica y secuenciación de DNA, dando lugar a la cepa A729 
(GXX-PX) (Tabla 1). La funcionalidad de los módulos de sobreexpresión se verificó 
mediante un análisis de qPCR de la transcripción de los genes pta y xpkA respecto del gen 
constitutivo UBC6 (Tabla 5). 
 




2% Glc 46,9 7,1 
0,2% Glc + 2% Xyl 60,9 10,1 
 
A continuación, se llevó a cabo un análisis de la capacidad lipidogénica de la cepa GXX-
PX en comparación con la cepa GXX. Se analizó la producción lipídica total de ambas 
cepas en medios MX2 con 8% de xilosa. Además, los medios fueron suplementados con 
un 0,2% de glucosa para favorecer la germinación de las esporas en la fase inicial del 
cultivo. Las cepas WT y GXX crecidas en medio MA2 con 8% de glucosa se emplearon 
como controles. Las muestras para el análisis de la producción lipídica se recogieron a los 
3, 5 y 7 días de cultivo, determinando así la acumulación de lípidos durante las fases 
exponencial, productiva temprana y productiva tardía. 
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Los resultados obtenidos mostraron una mayor producción de lípidos en la cepa GXX que 
en la cepa WT en cultivos con xilosa o glucosa como fuente de carbono a los 3 y 5 días de 
cultivo (Fig. 28). Este efecto puede deberse a que la sobreexpresión de la vía XR-XDH-XK 
en la cepa GXX podría afectar de manera indirecta a la actividad de la ruta de las pentosas 
fosfato que metaboliza el 30% de la glucosa-6-fosfato en A. gossypii (Jeong et al. 2015). 
Además, la contribución de la ruta de las pentosas fosfato a la generación de poder reductor 
en forma de NADPH resulta determinante para la síntesis de ácidos grasos en 
microorganismos oleaginosos (H. Chen et al. 2015). 
 
 
Figura 28. Producción de lípidos en las cepas WT, GXX y GXX-PX. Lípidos totales respecto de la 
biomasa total producida en medios líquidos ricos MA2 y MX2 con 8% de glucosa y 8% de xilosa 
más 0,2% de glucosa, respectivamente, de las cepas WT, A665 (GXX) y A729 (GXX-PX). 
 
La cepa GXX-PX mostró los niveles máximos de producción de lípidos, alcanzando el 12% 
de contenido lipídico respecto de la biomasa total (Fig. 28). La sobreexpresión de la ruta 
de la fosfocetolasa contribuye a incrementar la producción de lípidos desde un 8,85% en 
la cepa GXX a un 11,82% en la cepa GXX-PX. Por lo tanto, este resultado demuestra que 
la sobreexpresión combinada de las rutas XR-XDH-XK y fosfocetolasa es una estrategia 
acertada para la producción de lípidos a partir de xilosa en A. gossypii. 
 
3.2. Bloqueo del catabolismo de ácidos grasos mediante la deleción del gen POX1 
 
El bloqueo de la β-oxidación mediante la deleción del gen POX1 en A. gossypii produce un 
incremento notable en la acumulación total de lípidos (Ledesma-Amaro, Santos, et al. 
2014b). Por lo tanto, se planteó la deleción del gen POX1 en la cepa GXX-PX con el 
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objetivo de eliminar una ruta competidora de la acumulación de lípidos en A. gossypii. Se 
diseñó un módulo de deleción para el gen POX1 y se empleó para transformar esporas de 
la cepa GXX-PX (Materiales y Métodos). La integración correcta del módulo de deleción se 
comprobó mediante PCR analítica y secuenciación de DNA, dando lugar la cepa A738 
(GXX-PX-βΔ, Tabla 1). La producción de lípidos totales y el perfil de ácidos grasos se 
cuantificaron en las cepas GXX, GXX-PX y GXX-PX-βΔ empleando los siguientes medios 
de cultivo: MX2 con 8% de xilosa y 0,2% de glucosa; MX2 con 8% de xilosa y 2% de ácido 
oleico. Las muestras para el análisis de la producción lipídica se recogieron a los 3, 5 y 7 
días de cultivo, para evaluar la acumulación de lípidos durante las fases exponencial, 
productiva temprana y productiva tardía.  
 
Los resultados obtenidos mostraron que la deleción del gen POX1 aumentaba la 
producción lipídica total en la cepa GXX-PX-βΔ, alcanzando un 13% de lípidos totales 
respecto de la biomasa total en un medio de cultivo con 8% de xilosa como única fuente 
de carbono. La deleción del gen POX1 contribuye a incrementar un 69% la producción de 
lípidos de la cepa GXX-PX-βΔ en un medio con 8% de xilosa como única fuente de carbono, 
respecto a la cepa GXX en un medio con 8% glucosa como única fuente de carbono (Fig. 
28, 29). 
 
Figura 29. Producción de lípidos en las cepas GXX, GXX-PX y GXX-PX-βΔ. Lípidos totales respecto 
de la biomasa total producida en medio líquido rico MX2 con 8% de xilosa de las cepas A665 (GXX), 
A729 (GXX-PX) y A738 (GXX-PX-βΔ). 
 
El análisis del perfil de ácidos grasos de las cepas anteriores confirmó que la cepa GXX-
PX-βΔ presenta un mayor contenido en ácidos grasos con respecto a las cepas GXX y 
GXX-PX, destacando la acumulación de ácido oleico en la cepa GXX-PX-βΔ, que alcanzó 
56,73 µg/mg y 246,60 µg/mg en los medios con 8% de xilosa como única fuente de carbono 
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y con 8% de xilosa y 2% de ácido oleico, respectivamente. También cabe resaltar el 
incremento de la acumulación de ácido esteárico y, especialmente, ácido linoleico en la 
cepa GXX-PX-βΔ en el medio suplementado con ácido oleico (Fig. 30). La importancia del 
ácido linoleico radica en que es el precursor de ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs) 




Figura 30. Perfil de ácidos grasos de las cepas A665 (GXX), A729 (GXX-PX) y A738 (GXX-PX-βΔ). 
Las cepas GXX, GXX-PX y GXX-PX-βΔ fueron crecidas en medio líquido MX2 con 8% de xilosa 
como única fuente de carbono. La cepa GXX-PX-βΔ también fue crecida en medio líquido MX2 con 
8% de xilosa y 2% de ácido oleico. 
 
La producción de lípidos en las cepas construidas de A. gossypii pudo ser visualizada por 
microscopía confocal mediante la tinción de los cuerpos lipídicos intracelulares con el 
compuesto fluorescente Bodipy. Tanto el tamaño como el número de cuerpos lipídicos de 
la cepa GXX-PX-βΔ fueron significativamente mayores que los de las cepas WT y GXX en 
medios de cultivo con glucosa y xilosa como fuentes de carbono. Además, la 
suplementación de 2% de ácido oleico a los medios con 8% de xilosa produjo un mayor 








Figura 31. Cuerpos lipídicos de las cepas WT, GXX y GXX-PX-βΔ. Las cepas WT y GXX fueron 
crecidas durante 5 días en medios de cultivo ricos MA2 con 8% de glucosa. Las cepas GXX y GXX-
PX-βΔ fueron crecidas durante 5 días en medios de cultivo ricos MX2 con 8% de xilosa. La cepa 
GXX-PX-βΔ fue crecida también medio rico MX2 con 8% de xilosa y 2% ácido oleico. Los cuerpos 
lipídicos fueron teñidos con Bodipy y visualizados mediante microscopía confocal. 
 
Los niveles de acumulación de lípidos de las cepas de A. gossypii construidas (9-13% de 
lípidos respecto de la biomasa total) son inferiores en comparación con otros 
microorganismos capaces producir lípidos a partir de xilosa, como Y. lipolytica o R. 
toruloides (Ledesma-Amaro et al. 2016; Li and Alper 2016; Shuyan Zhang et al. 2016). Sin 
embargo, las ventajas biotecnológicas respecto al procesamiento industrial posterior y su 
facilidad de manipulación genética hacen de A. gossypii un microorganismo con una amplia 
capacidad de mejora de las cepas que metabolizan xilosa. Además, el rendimiento y 
productividad de las capacidades lipidogénicas de estas cepas de A. gossypii pueden verse 
limitados por mecanismos de regulación que afectan a la biosíntesis de lípidos. Por tanto, 
el diseño de cepas modificadas genéticamente que alivien cuellos de botella regulatorios 
en la síntesis de lípidos podrían mejorar las capacidades lipidogénicas de A. gossypii (Qiao 
et al. 2015; Friedlander et al. 2016; L. Chen et al. 2014; Pfleger, Gossing, and Nielsen 
2015).  
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4. DESREGULACIÓN DE LA BIOSÍNTESIS DE LÍPIDOS EN A. gossypii 
 
Se ha descrito la existencia de mecanismos reguladores de la biosíntesis de ácidos grasos 
como la inhibición por producto final de las enzimas acetil-CoA carboxilasa (Acc1) y FA 
sintasa (FAS) (Fig. 32). La enzima Acc1 cataliza la síntesis de malonil-CoA a partir de 
AcCoA, que es un paso limitante en la biosíntesis de ácidos grasos. La enzima Acc1 es 
inhibida por acumulación de acil-CoA y regulada mediante inhibición por fosforilación a 
través de la proteína quinasa Snf1 (Qiao et al. 2015). Un exceso de acil-CoA también ejerce 
un efecto inhibidor sobre la FAS y sobre la desaturasa Δ9, codificada por el gen OLE1 en 
A. gossypii. La eliminación de estos mecanismos de regulación ha logrado aumentar 
significativamente la biosíntesis de lípidos en microorganismos como Y. lipolytica (Qiao et 
al. 2015; Pfleger, Gossing, and Nielsen 2015). 
 
A continuación, se describen tres estrategias de ingeniería metabólica que se llevaron a 




Figura 32. Biosíntesis de lípidos a partir de xilosa como fuente de carbono. Se destacan en negrita 
los puntos de regulación de la biosíntesis de lípidos. En azul se indica el requerimiento de poder 
reductor en forma de NADH y NADPH. La regulación negativa está indicada mediante líneas rojas, 
mientras que la regulación positiva con líneas verdes. Acc1, acetil-CoA carboxilasa; Snf1, proteína 
quinasa dependiente de AMP; FAS, Ácido Graso Sintasa; Elo624 y Elo586, elongasas de ácidos 
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4.1 Desregulación de la expresión de los genes OLE1/OLE2 de A. gossypii 
 
La primera estrategia tuvo como objetivo reducir el pool de acil-CoA saturados para 
prevenir la inhibición de Acc1 y FAS (Fig. 32). Los genes OLE1 y OLE2 de A. gossypii 
codifican enzimas con actividad desaturasa Δ9. No obstante, la sobreexpresión de los 
genes OLE1 y OLE2 no produce un incremento de la biosíntesis de lípidos en A. gossypii 
(Lozano-Martínez et al. 2017). Se ha descrito que la proteína Mga2 de S. cerevisiae 
participa en la estabilización del mRNA de OLE1 y, por tanto, influye positivamente en la 
síntesis de ácidos grasos insaturados (Martin, Oh, and Jiang 2007). La expresión de una 
forma truncada en el extremo C-terminal de la proteína Mga2 (Mga2-ΔC-term) afecta 
significativamente a la capacidad lipidogénica en S. cerevisiae y A. gossypii en medios con 
glucosa como única fuente de carbono (Shirong Zhang, Skalsky, and Garfinkel 1999; 
Martin, Oh, and Jiang 2007; Lozano-Martínez et al. 2017). 
 
Se decidió por tanto expresar la forma truncada de la proteína Mga2 en la cepa A729 (GXX-
PX) (Tabla 1) para comprobar si se producía este mismo efecto en medios con xilosa como 
única fuente de carbono. Para obtener la forma truncada de Mga2 (Mga2-ΔC-term), el 
extremo C-terminal (aminoácidos 850-1139) fue sustituido por el marcador de selección 
loxP-KanMX-loxP, obteniéndose la cepa A789, según la estrategia que se describe en el 
apartado de Materiales y Métodos. 
 
El efecto de la expresión de Mga2-ΔC-term en la cepa A789 se analizó en medios de cultivo 
con 8% de xilosa como única fuente de carbono. Los resultados mostraron un ligero 
aumento de un 2,3% de la producción de lípidos de la cepa A789 respecto de la cepa A729 
(Fig. 33). Se deduce, por tanto, que la forma truncada de la proteína Mga2 se comporta de 
forma similar tanto en medios basados en glucosa como en xilosa, favoreciendo la 
estabilidad del mRNA de OLE1,2. El aumento de la producción de acil-CoA insaturados en 
detrimento del pool de acil-CoA saturados disminuye la inhibición del complejo FAS 
producida por la acumulación de acil-CoA saturados. Sin embargo, el aumento del pool de 
acil-CoA insaturados inhibe la actividad de la desaturasa ∆9 codificada por OLE1. Esto 
podría explicar el escaso aumento de la cantidad de lípidos totales producidos por la cepa 
A789 respecto de la cepa parental A729, siendo necesarias manipulaciones adicionales 
para conseguir desregular la biosíntesis de ácidos grasos. 
 




Figura 33. Producción de lípidos en las cepas A729 y A789. Lípidos totales respecto de la biomasa 
total producida en medio líquido MX2 con 8% de xilosa de las cepas A729 y A789 
 
4.2 Desregulación de la enzima Acc1 
 
La segunda estrategia para la eliminación de la regulación de la biosíntesis de lípidos 
consistió en la manipulación de la enzima Acc1 de A. gossypii. En S. cerevisiae se ha 
descrito que la sustitución de los residuos S659 y S1157 por residuos no fosforilables evita 
la regulación de Acc1 mediante fosforilación (Qiao et al. 2015), dando como resultado una 
mayor actividad de Acc1 (Shi et al. 2014). Mediante una búsqueda en la base de datos 
genómica de A. gossypii (http://agd.unibas.ch/index.html), se comprobó que los residuos 
S659 y S1157 están conservados en la enzima Acc1 de A. gossypii. Con el objetivo de 
obtener un alelo mutante acc1 no sometido a regulación mediante fosforilación, se 
construyó un módulo de sobreexpresión para el reemplazamiento genómico del gen ACC1 
por el alelo mutante acc1S659A, S1155A, en el cual se sustituyeron los residuos S659 y S1155 
por alaninas (A) mediante la mutación de la timina 1975 a guanina (T1975G) y de la timina 
3463 a guanina (T3463G) (Fig. 34). La construcción de este módulo de sobreexpresión con 
el alelo mutante del gen ACC1 se llevó a cabo mediante dos rondas de PCR mutagénica 
inversa. 
 




Figura 34. Construcción del módulo de sobreexpresión de AgACC1 de A. gossypii con las 
mutaciones S659A y S1155A. Tras dos rondas de PCR mutagénica inversa con dos parejas de 
oligonucleótidos (se indican en el esquema en naranja y azul), se digiere el plásmido JR4017 con la 
enzima de restricción NotI y, a continuación, se transforma A. gossypii con el fragmento de DNA 
obtenido. Finalmente, se sustituye por recombinación homóloga el gen ACC1 nativo por el alelo 
mutante acc1S659A, S115A. En el panel inferior se muestran los cromatogramas de las secuencias 
genómicas de la cepa mutante acc1S659A, S115A 
 
El efecto de la sobreexpresión del alelo mutante se analizó en diferentes fondos genéticos. 
Contrariamente a lo esperado, en la cepa parental A729 (GXX-PX), la sobreexpresión del 
alelo acc1S659A, S115A produce una disminución de la producción de lípidos (cepa A862, Tabla 
1). 
 
Sin embargo, se observó un efecto sinérgico de la sobreexpresión del alelo mutante 
acc1S659A, S115A y de la expresión de la proteína Mga2-ΔC-term que produce un aumento 
significativo en la producción de lípidos en A. gossypii en un medio de cultivo con 2% de 
xilosa como única fuente de carbono, llegando a alcanzar el 22,51% de lípidos totales 
respecto de la biomasa total a las 96 horas de cultivo (Fig. 35). La combinación de ambas 
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mutaciones en la cepa A842 (Tabla 1) consigue que el contenido total de lípidos sea 1,3 
veces el de la cepa A729 en un medio con xilosa como única fuente de carbono. 
 
4.3 Sobreexpresion del gen DGA1 de A. gossypii 
 
Se ha descrito que la sobreexpresión del gen DGA1 en Y. lipolytica provoca un aumento 
de la producción total de lípidos (Qiao et al. 2015). De forma análoga, se planteó la 
sobreexpresión de una copia adicional del gen DGA1 de A. gossypii para aumentar las 
capacidades lipidogénicas de A. gossypii. En esta tercera estrategia se planteó redirigir la 
acumulación de acil-CoA hacia la biosíntesis de triacilgliceroles (TAG) y, 
consecuentemente, reducir el pool intracelular de acil-CoA. La reducción del pool de acil-
CoA podría contribuir a evitar la regulación negativa de estos sobre la enzima Acc1, el 
complejo enzimático FAS y la desaturasa ∆9. 
 
La sobreexpresión de una copia adicional del gen DGA1 en A. gossypii se llevó a cabo 
sobre la cepa A842. Se empleó un módulo de sobreexpresión que fue integrado en el locus 
AFR171W mediante recombinación homóloga (ver apartado 6 de Materiales y Métodos). 
Por lo tanto, la cepa resultante (A877) combinaría las tres manipulaciones genéticas 
descritas anteriormente para eliminar los mecanismos regulatorios de la biosíntesis de 
ácidos grasos (Fig. 32). El efecto de estas manipulaciones se tradujo en un notable 
incremento del contenido total de lípidos de la cepa A877 respecto tanto de la cepa A842 
como de la cepa parental A729. La cepa A877 alcanzó un 25,2 ± 1,7% de lípidos totales 
respecto de la biomasa total en un medio AFM con 2% de xilosa como única fuente de 
carbono a las 96 horas, es decir, 1,5 veces más que la cepa parental A729 (Fig. 35). 
 
 
Figura 35. Producción de lípidos en las cepas A729, A842 y A877. Lípidos totales respecto de la 
biomasa total producida en medio líquido AFM con 2% de xilosa de las cepas A729, A842 y A877 
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4.4 Empleo de medios de cultivo con mezclas de distintas fuentes para la producción 
lipídica en A. gossypii 
 
A pesar del aumento en la producción de lípidos, las cepas A842 y A877 presentaron un 
defecto de crecimiento en medios de cultivo con xilosa como única fuente de carbono (Fig. 
36). Este efecto podría deberse a un déficit de NADPH generado por la sobreproducción 
de lípidos en las cepas A842 y A877. La enzima XR requiere NADPH como cofactor para 
transformar la xilosa en xilitol, pero el NADPH también se requiere para la biosíntesis de 
lípidos, que está desregulada en las cepas A842 y A877. Esto podría conducir a un 
problema de disponibilidad de poder reductor cuando estas cepas crecen en medios con 
xilosa como única fuente de carbono, lo que puede traducirse en un defecto en la 
generación de biomasa. 
 
 
Figura 36. Crecimiento de las cepas A729, A842 y A877 en medio líquido AFM con 2% de xilosa 
 
Para superar el defecto en el crecimiento de la cepa A877 en medios con xilosa como única 
fuente de carbono se decidió emplear medios de cultivo suplementados con glucosa y 
glicerol (Fig. 37), cuyo metabolismo no se ve comprometido por niveles de limitantes de 
NADPH. Se emplearon medios de cultivo con 1% de xilosa suplementados con 1% de 
glucosa o 1% de glicerol. En ambos medios de cultivo se consiguió restaurar el fenotipo de 
la cepa parental A729 en cuanto a generación de biomasa (6-7 g/L). 
 
 
Figura 37. Crecimiento de la cepa A877 en distintos medios líquidos AFM (1% de xilosa + 1% de 
glucosa; 2% de xilosa; 1% de xilosa + 1% glicerol) 
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El análisis del perfil de ácidos grasos de la cepa A877 en los tres medios de cultivo descritos 
anteriormente mostró que la suplementación con glucosa o glicerol no provoca cambios 
notables en la composición de ácidos grasos en comparación con los resultados obtenidos 
en el medio AFM con 2% de xilosa, siendo los ácidos oleico (C18:1), palmitoleico (C16:1) 
y palmítico (C16:0) los mayoritarios (Fig. 38). 
 
 
Figura 38. Perfil de ácidos grasos de la cepa A877 en distintos medios líquidos AFM (1% de xilosa 
+ 1% de glucosa; 2% de xilosa; 1% de xilosa + 1% glicerol) 
 
No obstante, el empleo de medios de cultivo con mezcla de distintas fuentes de carbono 
permitió obtener mayores niveles de producción de lípidos totales en comparación con el 
empleo de xilosa como única fuente de carbono. De hecho, la cepa A877 alcanzó un 28% 
de lípidos respecto la biomasa total producida en medios de cultivo con mezcla de distintas 
fuentes de carbono (Tabla 6). 
 
Tabla 6. Lípidos totales, Títulos y rendimientos de lípidos y biomasa de la cepa A877 en distintos 













2% Xilosa 25,2 ± 1,7 0,8 ± 0,5 10,7 ± 0,7 42,6 ± 0,7 
1% Xilosa + 
1% Glucosa 
27,9 ± 3,2 1,4 ± 0,2 26,2 ± 2,8 106,3 ± 3,0 
1% Xilosa + 
1% Glicerol 
28,0 ± 1,9 1,7 ± 0,1 12,9 ± 0,3 47,6 ± 3,6 
*Los valores representados son los máximos obtenidos a partir de las 96 horas de cultivo. 
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En el medio con 1% de xilosa suplementado con 1% de glucosa se observa un aumento 
del título de lípidos y del rendimiento de lípidos producidos por mol de sustrato consumido 
(Tabla 6). La producción de lípidos microbianos depende principalmente de la 
disponibilidad de precursores inmediatos como el AcCoA y del suministro continuo de 
NADPH como poder reductor (Ratledge 2004). El requerimiento de NADPH, tanto para la 
reducción de la xilosa por medio de la XR (Fig. 32) como para la producción de lípidos, 
puede producir un desequilibrio de cofactores en la cepa A877. La utilización de cultivos 
basados en mezcla de distintas fuentes de carbono permitiría superar este desequilibrio de 
cofactores, ya que el cultivo es capaz de alcanzar la suficiente biomasa gracias a la 
utilización de glucosa como fuente de carbono durante las primeras etapas de crecimiento. 
La glucosa permitiría restaurar un equilibrio de cofactores que parece ser crucial durante 
la germinación de las esporas y las primeras etapas de crecimiento de la cepa A877 de A. 
gossypii. 
 
En el medio con 1% de xilosa suplementado con 1% de glicerol también se observa un 
aumento del título de lípidos y del rendimiento de lípidos producidos por mol de sustrato 
consumido (Tabla 6). La restauración del equilibrio de cofactores por medio de la utilización 
de glicerol como fuente de carbono podría atribuirse al NADH generado en la 
transformación del glicerol a dihidroxiacetona-P (Fig. 5). Además, se observa un ligero 
aumento del título y del rendimiento de lípidos producidos por mol de sustrato consumido. 
Este aumento de la producción lipídica podría deberse a la presencia de glicerol en el medio 
de cultivo, ya que el glicerol es precursor de la biosíntesis de triglicéridos (Fig. 24) (Z. Wang 
et al. 2001). Sin embargo, el rendimiento de biomasa producida por mol de sustrato 
consumido permaneció similar al observado en el medio con xilosa como única fuente de 
carbono (Tabla 6). La ausencia de diferencias en el rendimiento de la biomasa producida 
entre el medio con 1% de xilosa suplementado con 1% de glicerol y el medio con xilosa 
como única fuente de carbono podría explicarse por el hecho de que el glicerol sea el 
principal precursor en la biosíntesis de triglicéridos y, por tanto, se utilice principalmente 
para la biosíntesis de lípidos en lugar de la generación de biomasa durante la fase 
estacionaria del experimento. Esto no ocurre en el medio con 1% de xilosa suplementado 
con 1% de glucosa, en el que aumenta tanto el rendimiento de biomasa producida como el 
rendimiento de lípidos producidos por mol de sustrato consumido.  
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5. APROVECHAMIENTO DE RESIDUOS INDUSTRIALES PARA LA PRODUCCIÓN DE 
LÍPIDOS EN Ashbya gossypii 
 
La cepa A877 presenta unos niveles elevados de producción lipídica cuando se cultiva en 
medios con mezcla de distintas fuentes de carbono sintéticas, como xilosa-glucosa (27,9% 
de lípidos respecto a la biomasa total producida) y xilosa-glicerol (28% de lípidos respecto 
a la biomasa total producida). Estos resultados anteriormente descritos sugieren que la 
cepa A877 (Tabla 1) puede ser un biocatalizador prometedor para la producción de lípidos 
microbianos a partir de hidrolizados lignocelulósicos ricos en xilosa mezclados con otras 
fuentes de carbono de bajo costo, como las melazas de caña de azúcar o el glicerol crudo. 
Por consiguiente, se decidió analizar la producción lipídica de la cepa A877 en medios de 
cultivo con diferentes formulaciones de residuos industriales, cuyas concentraciones de 
azúcares se indican en la Tabla 7. 
 
Tabla 7. Concentración inicial de carbohidratos en residuos industriales 
Medio 
Concentración (g/L) 
Xilosa Sacarosa Glucosa Fructosa Glicerol 
100% CCh1 20,4 ± 7,7 - - - - 
50% CCh2 12,3 ± 0,8 - - - - 
4% melazas3 - 25,13 ± 0,1 - - - 
50% CCh +  
4% melazas 
15,1 ± 1,4 20,3 ± 5,4 2,6 ± 0,7 - - 
50% CCh + 
1% glicerol 
crudo4 
12,9 ± 0,3 - - - 13,5 ± 0,5 
1Hidrolizados lignocelulósicos de mazorcas de maíz desgranadas (Corn Cob) sin diluir 
2CCh diluido con agua al 50% 
3Melazas de caña de azúcar 
4Subproducto generado en la producción de biodiesel 
 
5.1. Utilización de hidrolizados de residuos lignocelulósicos para producción de 
lípidos en A. gossypii 
 
De manera análoga al estudio realizado en medios de cultivo sintéticos, se realizó un 
análisis del crecimiento y la producción de lípidos de la cepa A877 en comparación con la 
cepa parental A729 (Tabla 1). Se emplearon medios con hidrolizados lignocelulósicos de 
mazorcas de maíz desgranadas (raquis de maíz, Corn Cob, CCh) como única fuente de 
carbono. Los hidrolizados fueron preparados y detoxificados de acuerdo a la metodología 
descrita en el apartado 2.1.1 de “Materiales y Métodos” para minimizar la concentración de 
inhibidores del crecimiento tales como ácidos orgánicos y derivados de furano (Cunha et 
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al. 2019). La concentración inicial de azúcares de los medios utilizados se muestra en la 
Tabla 7. La cepa A729 se cultivó en medios con CCh sin diluir (100% v/v: 2,04% de xilosa), 
mientras que la cepa A877 fue cultivada en CCh diluido al 50% v/v (1,23% de xilosa) 
previendo que podría mostrar el defecto de crecimiento observado en los medios sintéticos 
y, por tanto, siendo innecesaria la utilización de un medio de cultivo con mayores 
concentraciones de xilosa. 
 
Respecto al crecimiento y el consumo de xilosa, los resultados obtenidos en los medios de 
cultivo que contienen CCh son similares a los observados en los medios sintéticos con 
xilosa como única fuente de carbono. La cepa A877 sólo consumió el 43,1% de la xilosa 
presente en el medio a las 168 h de cultivo; por el contrario, la cepa A729 había consumido 
el 88,3% de la xilosa del medio a las 36 horas, siendo capaz de metabolizar completamente 
toda la xilosa del medio de cultivo (Fig. 39). De hecho, el agotamiento de la fuente de 
carbono provoca un proceso de lisis celular en la cepa A729 desde las 60 h de cultivo. 
 
 
Figura 39. Crecimiento, consumo de xilosa y producción de xilitol de las cepas A729 y A877 en 
medio líquido CCh 
 
La cepa A877 presentó un claro defecto en el crecimiento similar al descrito en los medios 
sintéticos AFM con 2% de xilosa como única fuente de carbono (Fig. 36). No obstante, a 
pesar de este defecto en el crecimiento, los resultados mostraron una mayor producción 
lipídica de la cepa A877: 29,02 ± 0,01 % de lípidos respecto de la biomasa total producida 
a las 96 horas, es decir, 1,87 veces más que la cepa parental A729 (Fig. 40). 




Figura 40. Producción lipídica de las cepas A729 y A877 en medio líquido CCh 
 
Estos resultados demuestran que la cepa A877 tiene una alta capacidad lipidogénica; sin 
embargo, el defecto del crecimiento resulta incompatible con el establecimiento de un 
bioproceso eficiente. Por tanto, la idea de utilizar mezclas de distintos residuos industriales 
en cultivos de la cepa A877 se consideró como una estrategia adecuada, tanto para 
aumentar la producción lipídica como para prevenir el defecto en el crecimiento. La co-
utilización de azúcares compuestos derivados de hidrolizados ricos en pentosas y melazas 
también se ha descrito para la producción de etanol en S. cerevisiae, así como en co-
cultivos de S. cerevisiae y S. stipitis (Brar et al. 2019), apoyando así nuestra estrategia para 
la valorización de formulaciones mixtas de residuos industriales. 
 
5.2. Utilización de hidrolizados de residuos lignocelulósicos suplementados con 
melazas de caña de azúcar para producción de lípidos en A. gossypii 
 
El empleo de medios de cultivo con mezclas de distintas fuentes de carbono mejora 
notablemente la capacidad lipidogénica de la cepa A877. El aumento en la producción de 
lípidos es especialmente destacable en los medios con mezcla de xilosa y glucosa sintética 
(Tabla 6). Por este motivo, en primer lugar, nos centramos en caracterizar la cepa A877, 
en comparación con la cepa A729, en medios de cultivo con formulaciones mixtas de 
residuos industriales: CCh, ricos en xilosa, y melazas de caña de azúcar, ricas en sacarosa. 
 
Las cepas A729 y A877 fueron cultivadas en medios con 50% v/v de CCh detoxificado 
suplementado con 4% p/v de melazas de caña de azúcar, cuya concentración inicial de 
carbohidratos se indica en la Tabla 7. La producción de biomasa y el consumo de azúcares 
se registraron hasta que se agotó la fuente de carbono, observándose que ambas cepas 
pudieron utilizar la xilosa y la sacarosa de los medios de cultivo para la producción de 
biomasa (Fig. 41). Sin embargo, la cepa A729 apenas presenta consumo de xilosa hasta 
después de las 48-60 h de cultivo, a diferencia de la cepa A877 que mantiene una tasa de 
consumo de xilosa sostenida desde las 24 h de cultivo. Además, la cepa A877 pudo 
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consumir simultáneamente todos los azúcares, consumiendo la sacarosa más rápidamente 
que la cepa A729. 
 
 
Figura 41. Producción de biomasa y consumo de azúcares de las cepas A729 y A877 en medio 
líquido con mezcla de 50% CCh + 4% melazas 
 
Al contrario que la cepa A877, la cepa A729 sufrió un ciclo de esporulación cuando las 
hexosas (glucosa y fructosa), procedentes de la sacarosa de las melazas, se agotaron en 
el medio de cultivo (36-48 h) (Fig. 41). Este efecto podría explicarse por una diferente tasa 
de consumo de xilosa, glucosa y fructosa entre las cepas A729 y A877, pudiendo además 
haber contribuido la ausencia de esporulación de la cepa A877 a aumentar el rendimiento 
en la producción de biomasa de esta cepa respecto de la cepa A729 (Tabla 8). 
 
El análisis cuantitativo de la producción total de lípidos mostró nuevamente la alta 
capacidad lipidogénica de la cepa A877, llegando a alcanzar un 38,1 ± 1,5 % de lípidos 
respecto de la biomasa total producida cuando se agotó la fuente de carbono; es decir, 2,4 
veces superior que el contenido lipídico total observado en la cepa A729 (Fig. 42). 
 
 
Figura 42. Producción lipídica de las cepas A729 y A877 en medio líquido con mezcla de 50% CCh 
+ 4% melazas  
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El análisis detallado de parámetros de crecimiento y producción lipídica reveló que el título 
de lípidos alcanzado por la cepa A877 en el medio con CCh y melazas de caña de azúcar 
(Tabla 8) fue 2,7 veces más alto que el obtenido en medio sintético AFM con 1% de xilosa 
suplementado con 1% de glucosa (Tabla 6). Además, la producción de lípidos totales 
respecto de la biomasa total en la cepa A877 en el medio con CCh y melazas de caña de 
azúcar fue 2,1 veces superior a la producción alcanzada por la cepa A729 en este mismo 
medio y 1,3 veces superior a la producción alcanzada por la cepa A877 en el medio con 
CCh y glicerol crudo (Tabla 8). 
 
Tabla 8. Lípidos totales, títulos y rendimientos de lípidos y biomasa en medio CCh, melazas y glicerol 















50% CCh +  
4% melazas 
18,2 ± 0,7 1,8 ± 0,1 12,0 ± 0,8 73,8 ± 5,2 
50% CCh + 1% 
glicerol crudo 
17,5 ± 0,5 1,7 ± 0,1 7,9 ± 0,4 45,5 ± 5,3 
A877 
50% CCh +  
4% melazas 
38,1 ± 1,5 3,9 ± 0,1 30,7 ± 0,9 90,7 ± 5,9 
50% CCh + 1% 
glicerol crudo 
29,3 ± 0,8 3,0 ± 0,2 15,4 ± 0,8 53,2 ± 3,1 
 
El efecto positivo de la utilización de formulaciones mixtas de residuos industriales se pudo 
comprobar comparando la producción lipídica total de la cepa A877 en distintos medios de 
cultivo: medio con 50% v/v de CCh detoxificado, medio con 4% p/v melazas con caña de 
azúcar y medio con una mezcla de ambos residuos industriales. El contenido lipídico total 
más elevado se alcanzó en el medio con 50% v/v de CCh detoxificado suplementado con 
4% p/v de melazas de caña de azúcar (38,1 ± 1,5% lípidos respecto de la biomasa total 
producida) a las 120-168 h (Fig. 43). Estos resultados son similares a lo observado en 
Trichosporon fermentans, el cual muestra un incremento de su contenido lipídico cuando 
se emplean medios de cultivo basados en formulaciones mixtas de hidrolizados de planta 
de batata y melazas de caña de azúcar en comparación a fermentaciones realizadas en 
medios con melazas como única fuente de carbono (Shen et al. 2015). 




Figura 43. Producción lipídica de la cepa A877 en medio líquido con 50% CCh, 4% de melazas y 
mezcla de 50% CCh + 4% melazas 
 
La utilización de xilosa en A. gossypii en las primeras etapas del cultivo puede verse 
obstaculizada por una cantidad insuficiente de biomasa, lo que provoca un retraso del inicio 
de la fase de crecimiento exponencial (fase lag) (Fig. 18, 21). Sin embargo, la actividad 
invertasa extracelular de A. gossypii responsable de la hidrólisis de la sacarosa (Aguiar et 
al. 2014), libera azúcares de hexosa (glucosa y fructosa) que promueven el crecimiento 
celular durante las primeras etapas de cultivo, disminuyendo así la fase lag cuando A. 
gossypii crece en medio con 50% v/v de CCh detoxificado suplementado con 4% p/v 
melazas de caña de azúcar. Las hexosas liberadas por la hidrólisis de la sacarosa 
permitirían restaurar el equilibrio de cofactores crucial durante la germinación de las 
esporas y las primeras etapas de crecimiento de la cepa A877 de A. gossypii, al igual que 
ocurre en el medio sintético con mezcla de xilosa y glucosa. 
 
Estos resultados demuestran que la co-fermentación de hidrolizados lignocelulósicos ricos 
en xilosa junto con melazas ricas en sacarosa es una estrategia novedosa y eficaz para la 
producción de lípidos microbianos en A. gossypii. 
 
5.3. Utilización de hidrolizados de residuos lignocelulósicos suplementados con 
glicerol crudo para producción de lípidos en A. gossypii 
 
Se ha descrito un aumento de la producción de biolípidos en Cryptococcus curvatus 
empleando formulaciones mixtas de hidrolizados lignocelulósicos y glicerol crudo (Gong et 
al. 2016). En A. gossypii, el empleo de medios de cultivo sintéticos con mezcla de xilosa y 
glicerol mejora notablemente la capacidad lipidogénica de la cepa A877 (Tabla 6). Por 
tanto, decidimos caracterizar la cepa A877, en comparación con la cepa A729, en medios 
de cultivo con formulaciones mixtas de CCh, ricos en xilosa, y glicerol crudo.  
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Se llevó a cabo un análisis del crecimiento de las cepas A729 y A877 en medios de cultivo 
con 50% v/v de CCh detoxificado suplementado con 1% p/v de glicerol crudo (Fig. 44). Los 
resultados obtenidos revelaron que la cepa A729 era capaz de utilizar el glicerol y la xilosa 
de manera simultánea; sin embargo, la cepa A877 exhibió una tasa de consumo más baja 
para la xilosa. La co-utilización de glicerol y xilosa al comienzo del cultivo también se ha 
descrito en la preparación de hidrolizados lignocelulósicos de mazorca de maíz 
desgranadas y glicerol crudo para la producción de lípidos en el microorganismo C. 
curvatus (Gong et al. 2016).  
 
Durante el cultivo de la cepa A729 se observó la acumulación de xilitol (alcanzando un 
máximo de 2,54 g/L a las 60h), que podría deberse a la saturación de la actividad 
enzimática de la XDH. Sin embargo, no se detectó acumulación de xilitol en el medio de 
cultivo en la cepa A877 (Fig. 44). La menor demanda de NADPH para la biosíntesis lipídica 
de la cepa A729 podría promover un aumento de la actividad de la enzima XR dependiente 
de NADPH, contribuyendo así a la saturación de la XDH, y por consiguiente a la 
acumulación de xilitol. Por otro lado, la mayor capacidad lipidogénica de la cepa A877 
podría restringir la utilización de NADPH de la enzima XR, lo que limitaría el consumo de 
xilosa y la acumulación de xilitol. Una posible forma de evitar este desequilibrio de 
cofactores y aumentar la tasa de consumo de xilosa de la cepa A877 podría conseguirse 
mediante la expresión de genes heterólogos para la utilización de xilosa con diferentes 
requerimientos respecto al uso de cofactores, como los genes codificantes de XR y XDH 
de levaduras fermentadoras de xilosa de manera innata (Cunha et al. 2019). 
 
 
Figura 44. Producción de biomasa y consumo de azúcares de las cepas A729 y A877 en medio 
líquido con mezcla de 50% CCh + 1% glicerol crudo 
 
El análisis de la producción lipídica en los cultivos con mezclas de CCh suplementado con 
glicerol crudo mostró un mayor título de lípidos totales (3 g/L) de la cepa A877 respecto a 
la cepa A729 (Tabla 8; Fig. 45). De hecho, la cepa A877 alcanzó un 29,3 ± 0,8% de lípidos 
respecto de la biomasa total producida, demostrando nuevamente la eficiencia de esta 
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cepa para la utilización de mezclas de residuos industriales. No obstante, se puede apreciar 
que el rendimiento de la producción de lípidos es inferior en este medio respecto al medio 
CCh suplementado con melazas de caña de azúcar, lo cual podría deberse al mayor grado 
de lisis micelial observado en las fases finales del cultivo. 
 
 
Figura 45. Lípidos totales respecto al CDW de las cepas A729 y A877 en medio líquido con mezcla 
de 50% CCh + 1% glicerol crudo 
 
La co-fermentación de glicerol crudo junto a otros suplementos, como extracto de levadura 
o sulfato de amonio, ha sido descrita en estudios similares, obteniéndose títulos de lípidos 
que oscilan entre 0,8 y 1,3 g/L en Y. lipolitica (Poli et al. 2014). Asimismo, se ha empleado 
Clostridium diolis para la producción de 1,3-propanodiol mediante la fermentación conjunta 
de glicerol y azúcares mixtos, poniendo de manifiesto la importancia de aumentar la 
proporción de NADH/NAD+ intracelular para la producción de compuestos de alto valor 
añadido a partir de medios de cultivo con mezclas de distintas fuentes de carbono (Xin et 
al. 2016). La importancia de una proporción adecuada de poder reductor dentro de la célula 
y la optimización de los parámetros de cultivo, condiciones de oxigenación y densidades 





































Los resultados aquí presentados muestran la capacidad de A. gossypii de ser utilizado 
como chasis biotecnológico para la valorización de residuos industriales hacia la 
producción de compuestos de alto valor añadido, como los lípidos microbianos. A partir de 
los resultados obtenidos en este trabajo, se pueden extraer las siguientes conclusiones:  
 
1. Los genes ACL107C, ABR229C y AGR324C codifican XR, XDH y XKS en A. 
gossypii. 
 
2. La sobreexpresión de los genes ACL107C, ABR229C y AGR324C de A. gossypii 
es necesaria y suficiente para permitir el uso de xilosa como única fuente de 
carbono, siendo la capacidad de crecimiento de la cepa mutante GXX similar a la 
observada cuando se emplea glucosa como fuente de carbono. 
 
3. Los genes AFL204C, AFL205C y AFL207C están implicados en el transporte de 
azúcares en A. gossypii.  
 
4. La sobreexpresión de un alelo mutante afl205c-N355V mejora significativamente el 
uso de xilosa en presencia de glucosa en A. gossypii. 
 
5. El bloqueo de la β-oxidación combinada con la sobreexpresión de las rutas XR-
XDH-XK y fosfocetolasa (cepa GXX-PX) en A. gossypii permite canalizar el flujo 
metabólico hacia la biosíntesis de lípidos, alcanzándose un 13% de lípidos totales 
respecto de la biomasa total en un medio con xilosa como única fuente de carbono. 
 
6. La sobreexpresión de una copia adicional del gen DGA1 de A. gossypii en 
combinación con la sobreexpresión del alelo mutante acc1S659A, S115A y la expresión 
de la proteína Mga2-ΔC-term en la cepa GXX-PX produce un aumento de la 
producción de biolípidos hasta un 25,2% de lípidos totales respecto de la biomasa 
total en un medio con xilosa como única fuente de carbono. 
 
7. A. gossypii es capaz de crecer utilizando residuos industriales como fuente de 
carbono. La co-fermentación de hidrolizados lignocelulósicos CCh ricos en xilosa 
junto con melazas de caña de azúcar ricas en sacarosa es una estrategia novedosa 
y eficaz que mejora notablemente la producción de lípidos microbianos en A. 
gossypii, alcanzando el 38,1% de lípidos respecto de la biomasa total producida. A. 
gossypii también es capaz de crecer utilizando mezclas de hidrolizados 
lignocelulósicos CCh suplementados con glicerol crudo, alcanzando un 29,3% de 
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Abstract 
Background: Ashbya gossypii is a filamentous fungus that is currently exploited for the industrial production of 
riboflavin. The utilization of A. gossypii as a microbial biocatalyst is further supported by its ability to grow in low‑cost 
feedstocks, inexpensive downstream processing and the availability of an ease to use molecular toolbox for genetic 
and genomic modifications. Consequently, A. gossypii has been also introduced as an ideal biotechnological chassis 
for the production of inosine, folic acid, and microbial oils. However, A. gossypii cannot use xylose, the most common 
pentose in hydrolysates of plant biomass.
Results: In this work, we aimed at designing A. gossypii strains able to utilize xylose as the carbon source for the 
production of biolipids. An endogenous xylose utilization pathway was identified and overexpressed, resulting in an 
A. gossypii xylose‑metabolizing strain showing prominent conversion rates of xylose to xylitol (up to 97% after 48 h). 
In addition, metabolic flux channeling from xylulose‑5‑phosphate to acetyl‑CoA, using aheterologous phosphoke‑
tolase pathway, increased the lipid content in the xylose‑metabolizing strain a 54% over the parental strain growing 
in glucose‑based media. This increase raised to 69% when lipid accumulation was further boosted by blocking the 
beta‑oxidation pathway.
Conclusions: Ashbya gossypii has been engineered for the utilization of xylose. We present here a proof‑of‑concept 
study for the production of microbial oils from xylose in A. gossypii, thus introducing a novel biocatalyst with very 
promising properties in developing consolidated bioprocessing to produce fine chemicals and biofuels from xylose‑
rich hydrolysates of plant biomass.
Keywords: Ashbya gossypii, Xylose, Xylitol, Metabolic engineering, Lipids
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Background
The implementation of novel technologies to produce 
more sustainable and clean oil-based fuels and chemicals 
is an important challenge for the industrial biotechnol-
ogy field. In this context, the use of non-edible oils such 
as microbial oils represents a sustainable alternative for 
the production of functional oils and hydrocarbon-based 
compounds [1].
Microbial oils have several advantages over other oil 
resources: the fermentative processes are independent 
of climate and, more importantly, the use of either waste 
industrial by-products or plant biomass as substrates for 
microbial fermentation avoids competition with edible 
resources and makes the process environmentally friendly 
[2]. In this regard, the development of novel microbial 
biocatalysts with different properties in terms of substrate 
utilization, fermentation conditions, and broad-range 
compound production is required. Therefore, it is neces-
sary to engineer widely used industrial microorganisms 
such as bacteria, yeast, and fungi for the efficient utiliza-
tion of low-cost substrates that can be used for the pro-
duction of biofuels and other oleochemicals [3–5].
Ashbya gossypii is a filamentous hemiascomycete 
that is extensively used for the industrial production 
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of riboflavin [6–9]. The use of A. gossypii in industry is 
considered a paradigm of sustainable white biotechnol-
ogy for the microbial production of riboflavin and other 
vitamins. Importantly, a large number of genomic, bio-
informatic, and biotechnological tools are available for 
A. gossypii [10–12], thus allowing the development of 
systems metabolic engineering approaches to indus-
trial applications of the fungus. The use of A. gossypii for 
microbial fermentation presents other biotechnological 
advantages, such as the ability to grow using industrial 
by-products and low-cost oils, the partial autolysis of its 
hyphae at late growth phases, and the harvesting of the 
mycelia by simple filtration [3].
Recently, we have reported engineered strains of A. 
gossypii, which are able to accumulate up to 70% of 
their cell dry weight (CDW) as lipid content. This was 
achieved using a multigene approach consisting of both 
the heterologous overexpression of the ATP-citrate lyase 
(ACL) activity from Yarrowia lipolytica and the inactiva-
tion of the endogenous lipid beta-oxidation pathway by 
POX1 gene deletion [13]. Metabolic engineering has also 
been applied to both the fatty acid elongase and desatu-
rase systems with a view to generating novel A. gossypii 
strains that are able to accumulate high-value oil-related 
compounds. For example, engineered A. gossypii strains 
lacking both very long chain fatty acids and polyunsatu-
rated fatty acids, which are undesired features in bio-
diesel blends, have been described [14].
The A. gossypii industrial fermentations are currently 
achieved using low-cost plant oils as carbon source. 
However, as mentioned above, the use of non-edible sub-
strates, such as plant biomass, for microbial bioconver-
sion is gaining much attention during recent years [15]. 
Therefore, it is required to explore the ability of A. gos-
sypii to metabolize C5 sugars, such as d-xylose, present 
in hydrolysates of plant biomass. So far, it is described 
that xylose as the only carbon source cannot support 
the growth of A. gossypii, though it can be converted to 
xylitol, thus suggesting that A. gossypii is equipped both 
with transporters for pentose sugars and the catalytic 
machinery for the conversion of d-xylose into xylitol [16]. 
In this regard, two pathways for the utilization of xylose 
have been described (Fig. 1): in bacteria and some anaer-
obic fungi, the conversion of d-xylose to d-xylulose is 
catalyzed by a xylose isomerase (XI, xylA); in yeast, fungi 
and other eukaryotes the transformation of d-xylose into 
d-xylulose is accomplished by a two-step pathway which 
involves both a xylose reductase (XR, XYL1, GRE3) and a 
xylitol dehydrogenase (XDH, XYL2) [15, 17]. d-xylulose 
can subsequently enter the non-oxidative pentose phos-
phate pathway (PPP) after being phosphorylated by xylu-
lose kinase (XK, XKS1) into xylulose-5-phosphate (X5P).
Two general strategies have been employed for the 
construction of xylose-utilizing yeast strains: the overex-
pression of a bacterial XI along with XK, and the over-
expression of a complete XR-XDH-XK pathway [18, 19]. 
Strains with engineered xylose metabolism combined 
with additional manipulations have also been described 
for the production of different high-value chemicals [19]. 
For example, a recombinant phosphoketolase pathway, 
which directly channels the X5P carbon flux toward ace-
tate/acetyl-CoA synthesis, has been used for the produc-
tion of fatty acids and ethanol [20, 21].
Here we describe the development of novel A. gossypii 
strains that have been engineered for the utilization of 
xylose as carbon source. The overexpression of the native 
XR-XDH-XK pathway permits A. gossypii to grow using 
xylose as the only carbon source. In addition, further 
strain engineering using a heterologous phosphoketolase 
pathway along with the abolition of the beta-oxidation 
pathway resulted in the isolation of A. gossypii strains 
which are able to produce a high yield of biolipids from 
xylose as the only carbon source. In sum, we describe a 
















Fig. 1 Schematic pathway for the utilization of xylose. GRE3, xylose reductase; xylA, xylose isomerase; XYL2, xylitol dehydrogenase; XKS1, xylulose 
kinase; xpkA, X5P phosphoketolase; pta, phosphotransacetylase
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production of higher added-value lipids, fine chemicals, 
and biofuels from xylose-rich biomass. The biotechno-
logical significance and the future applications of these 
strains are further discussed.
Results
Identification of the xylose utilization pathway  
in A. gossypii
Ashbya gossypii is able to accumulate xylitol when xylose 
is used as the carbon source [16], suggesting that a meta-
bolic pathway for xylose utilization must exist in this 
fungus. Indeed, a putative XR-XDH-XK pathway for 
xylose utilization in A. gossypii was found at the KEGG 
Pathway database (http://www.genome.jp/kegg/pathway.
html). The sequences of the predicted XR (ACL107Cp), 
XDH (ABR229Cp), and XK (AGR324Cp) enzymes were 
obtained and a BLASTP analysis was carried out. The 
ACL107C gene resulted in a syntenic ortholog of the S. 
cerevisiae GRE3 gene that codes for an aldose reductase. 
The predicted sequence of the ACL107Cp showed high 
identity (60–65%) with XR enzymes from Saccharomyc-
etaceae yeast species such as Zygosaccharomyces rouxii, 
Candida tropicalis, or C. dubliniensis. The ABR229C 
gene showed homology with the S. cerevisiae XYL2 and 
other XDH-coding orthologs such as XYL2 from Schef-
fersomyces (Pichia) stipitis. Likewise, the AGR324C pro-
tein showed high similarity (55–65%) with both yeast 
and fungi XK enzymes from species such as Saccha-
romyces cerevisiae, S. stipitis, and Neurospora crassa. 
Consequently, the A. gossypii ACL107C, ABR229C, and 
AGR324C genes were termed as GRE3, XYL2, and XKS1, 
respectively, due to their homology with the S. cerevisiae 
orthologs.
Overexpression of the xylose utilization pathway  
in A. gossypii
Ashbya gossypii cannot grow on xylose as the only car-
bon source, even though a putative XR-XDH-XK path-
way was identified to be encoded in its genome. Gene 
overexpression of either native or heterologous xylose 
assimilation pathways (XI-XK or XR-XDH-XK) has been 
successfully used for the generation of different bacterial 
or yeast strains able to metabolize xylose [15]. Therefore, 
we wished to analyze whether boosting the native path-
way for xylose utilization (XR-XDH-XK) can improve the 
ability of A. gossypii to grow on xylose as the only carbon 
source.
The generation of a triple (GRE3, XYL2, and XKS1) 
overexpressing strain was achieved after three rounds 
of transformations, as depicted in Fig.  2a. The overex-
pression of the genes GRE3, XYL2, and XKS1 in the tri-
ple mutant strain (A665-GXX strain) was confirmed by 
qRT-PCR (Fig. 2b). All three genes showed mRNA levels 
in the GXX strain 30- to 50-fold higher than in the wild-
type strain.
The ability of the GXX strain in utilizing xylose was 
evaluated in flask cultures during 12  days using MA2-
rich media with 2% xylose as the only carbon source. The 
GXX strain showed exponential growth (specific growth 
rate µxyl = 0.0537 h−1) during the first 72 h of culture in 
xylose-based media (Fig.  3a). Unexpectedly, the GXX 
strain was able to produce more biomass in xylose-based 
media (7–8 g/L of biomass) than in glucose-based media 
(6–7 g/L of biomass) (Fig. 3a; Additional file 1). In addi-
tion, we found that the germination of the spores from 
the GXX strain was significantly delayed in xylose-based 
media compared to glucose-based media (Fig. 3a; Addi-
tional file  1). Accordingly, the consumption of xylose 
was very low until sufficient biomass was reached in 
the culture (Fig. 3a, b). The specific consumption rate of 
xylose during the exponential growth of the GXX strain 
in MA2-rich media with 2% xylose was 0.226 mmol/g/h. 
Excretion of xylitol to the culture media occurred soon 
after the xylose started to be consumed. The concentra-
tion of xylitol in the supernatant reached 6 g/L after 72 h 
of culture, but it was subsequently consumed (Fig.  3b). 
Excretion of other metabolites such as glycerol, acetate, 
and ethanol was very low (Fig. 3b).
Increasing concentrations of xylose (2, 4, and 8%) were 
used to further analyze the GXX growth abilities. MA2-
rich media with 4% xylose increased significantly the pro-
duction of biomass without changing the growth kinetics 
of the GXX strain (Fig.  4a, b). In contrast, the use of 
MA2-rich media with 8% xylose resulted in a strong delay 
of the culture for biomass production and an extended 
trophic phase, which agrees with a lack of xylose con-
sumption during the first 72 h of culture (Fig. 4c). Never-
theless, the production of biomass was maximal with 8% 
xylose after 264 h of culture, reaching more than 12 g/L 
of CDW (Fig. 4c).
Interestingly, the excretion on xylitol was highest when 
1.5–2.5% of xylose was consumed in all conditions that 
were analyzed, reaching very high concentrations in the 
culture media (up to 22.6  g/L from 8% xylose media); 
yet again the excreted xylitol was consumed afterwards 
(Fig.  4). Ethanol excretion (3–6  g/L) was also detected 
with 4 and 8% xylose, and the levels of ethanol in the 
culture media were highest when most of the xylose was 
consumed (Fig. 4b, c).
As mentioned above, the germination of the spores 
and, hence, the initiation of the exponential growth was 
significantly delayed in xylose-based media in compari-
son with the glucose-based cultures (Fig. 3a; Additional 
file 1). While MA2 glucose-based media produced high 
levels of biomass soon after the first 6–8  h, the cul-
tures in MA2 xylose-based media were delayed in the 
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production of biomass. This phenotype was almost com-
pletely restored by the addition of 0.2–0.5% glucose to 
the xylose-based culture media (Fig.  5a). Accordingly, 
the xylose began to be consumed earlier during the cul-
ture when most of the glucose was exhausted (Fig. 5b, c). 
Again, a peak of xylitol excretion to the culture media 
(8–8.3 g/L) occurred when about 10 g/L of xylose were 
consumed (48  h of culture). Certain levels of ethanol 
(up to 1 g/L), produced by fermentation of glucose, were 
detected in the culture media during the early time-
points of the culture, but this ethanol was latter con-
sumed (Fig. 5b, c).
a b
Fig. 2 Overexpression of the endogenous xylose utilization pathway in A. gossypii. a Pipeline of the construction of the GXX strain. The expression 
of the Cre recombinase enabled the loxP‑KanMX‑loxP marker to be eliminated (from the gray‑colored strains) and subsequently reused. b Quantita‑
tive real‑time PCR of the GRE3, XYL2, and XKS1 genes in the WT and GXX strains of A. gossypii. Relative transcription levels of the genes after 48 h of 
culture in MA2‑rich medium. Transcription levels were normalized using the A. gossypii ACT1 gene as a reference. The results are the means of two 
independent experiments performed in duplicate and are expressed as a ratio of the cDNA abundances of the target genes with respect to the 
ACT1 mRNA levels. The inset represents the overexpression fold of the genes in the GXX strain with respect to the WT strain
a
b
Fig. 3 Utilization of xylose by the GXX strain of A. gossypii. a Biomass production of the WT and GXX strains grown in MA2 medium with 2% xylose 
as the only carbon source. b Xylose consumption and metabolite production by the GXX strain grown in MA2 medium with 2% xylose as the only 
carbon source
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Overall, our results demonstrate that the overexpres-
sion of the XR-XDH-XK pathway in A. gossypii allows the 
utilization of xylose and supports growth in xylose-based 
culture media.
Heterologous overexpression of a phosphoketolase 
pathway in the GXX strain
The overexpression of the XR-XDH-XK pathway in A. 
gossypii allows channeling the carbon flux from xylose, 
through X5P, toward the pentose–phosphate pathway. 
However, our aim in this work was to redirect carbon 
flux to the production of lipids. Enzymatic activities of 
the “so called” phosphoketolase pathway are able to cata-
lyze the transformation of X5P into acetyl-CoA (Fig. 1), 
which is the essential donor molecule for fatty acid (FA) 
biosynthesis. In this regard, the overexpression of a 
recombinant phosphoketolase pathway, including the 
phosphotransacetylase (pta) and X5P phosphoketolase 
(xpkA) from Bacillus subtilis and Aspergillus nidulans, 
respectively, has been used for the production of fatty 
acid ethyl esters from glucose [20]. Therefore, we next 
decided to overexpress both a X5P phosphoketolase and 
a phosphotransacetylase in the GXX strain in order to 
redirect carbon flux to the biosynthesis of acetyl-CoA.
The ORFs of the B. subtilis pta and A. nidulans xpkA 
genes were used for the construction of two overexpres-
sion cassettes using the strong promoter PAgGPD. All 
fragments for each overexpression module were assem-
bled following a one-pot DNA-shuffling method (see 
Additional file 2 and “Methods” section for details). The 
overexpression cassette for the pta gene was targeted to 
the ADR304W locus, while the overexpression cassette 
for the xpkA gene was inserted into the AGL034C locus 
(Additional file 2). The disruption of either ADR304W or 
AGL034C does not affect growth in A. gossypii, as pre-
viously described [13, 14]. The integration of the overex-
pression cassettes in the target genomic loci of the GXX 
strain was achieved after two rounds of transforma-
tions and it was confirmed by analytical PCR and DNA 
sequencing.
To confirm the transcription of both pta and xpkA, 
total mRNA of the new strain (A729, GXX-PX strain), 
growth in MA2 rich media with 2% xylose, was analyzed 
by qRT-PCR. The levels of the pta and xpkA mRNAs 
were 50- and 10-fold higher than those of the UBC6 
housekeeping gene taken as a reference, respectively. 
With regard to the xylose utilization capacities, we did 
not find differences in growth kinetics between the GXX-
PX strain and its parental strain GXX in MA2-rich media 




Fig. 4 Growth kinetics of the GXX strain of A. gossypii with different 
concentrations of xylose. Biomass production (orange line), xylose 
consumption, xylitol and ethanol production of the GXX strain grown 
in MA2 with 2% xylose (a), 4% xylose (b), and 8% xylose (c) as the only 
carbon source
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Lipid production from xylose in engineered strains of A. 
gossypii
We wished to further investigate the lipidogenic capaci-
ties of the modified strains GXX and GXX-PX. According 
to the results shown above, MA2 media with 0.2% glucose 
plus 8% xylose were used to analyze the total lipid produc-
tion of the strains GXX and GXX-PX. Lipid content was 
measured at 3, 5, and 7 days of culture in order to analyze 
the accumulation of lipids both during the exponential, 
early productive, and late productive phases of A. gossypii 
culture. MA2 media with 8% glucose were also used as a 
reference of lipid production of both the wild-type strain 
and the GXX strain. Surprisingly, the GXX strain showed 
a 20–40% higher lipid production than the wild-type dur-
ing the 3–5 days of culture when grown either in glucose 
or xylose media (Fig. 6a). In addition, the GXX-PX strain 
showed significantly higher levels of lipid production 
from xylose, reaching a 12% of CDW after 7 days of cul-
ture, thus demonstrating that carbon flux was efficiently 
channeled toward lipid synthesis in this strain (Fig. 6a).
Lipid accumulation in A. gossypii can be further increased 
through the blocking of the beta-oxidation pathway [13]. 
Accordingly, the POX1 gene was deleted in the GXX-PX 
strain, and the lipid production was measured. The new 
engineered GXX-PX-pox1∆ (GXX-PX-ß∆) strain showed the 
highest levels of lipid production all along the culture time-
points, reaching a 13% of total fatty acids in the CDW after 
7 days of culture in 8% xylose-based media, which represents 
an increase of 69% with respect to GXX strain grown in 8% 
glucose-based media (Fig. 6a). The lipid profiles of the three 
xylose-metabolizing strains revealed that the GXX-PX-ß∆ 
strain accumulates significantly higher concentrations of 
oleic acid (C18:1) than the GXX and GXX-PX strains, which 
showed no differences among them. The production of 
lipids in the engineered strains could be visualized directly 
by bodipy staining of the intracellular lipid bodies. As shown 
in the Fig. 7, both the number and the size of lipid bodies in 
the GXX-PX-ß∆ strain were significantly larger than those in 
the GXX and wild-type strains grown in xylose and glucose, 
respectively. In addition, the supplementation of the xylose-
based media with 2% oleic acid resulted in a huge accumu-
lation of intracellular lipids (Fig. 7; Additional file 3). Hence, 
our results demonstrate that A. gossypii can be engineered 




◂ Fig. 5 Growth kinetics of the GXX strain of A. gossypii using mixed 
sugars. a Biomass production of the WT and GXX strains at early stages 
of cultures using different sugar formulations. b, c Sugar consumption 
and metabolite production of the GXX strain grown in MA2 with 2% 
xylose plus 0.2% glucose (b) and 2% xylose plus 0.5% glucose (c) as 
the carbon sources
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Discussion
Xylose-rich feedstocks and by-products are between 
the most abundant and low-priced substrates with 
biotechnological application. Therefore, the assimila-
tion of xylose by industrial biocatalysts is an important 
issue that can help microbial fermentations to be more 
economically feasible and, consequently, the optimiza-
tion of pentose utilization along with the design of novel 
microbial tools is required [19]. In this work, we have 
developed novel strains of A. gossypii that can utilize 
xylose as the only carbon source. Furthermore, metabolic 
flux from xylose has been channeled for the production 
a b
Fig. 6 Lipid production of the A. gossypii engineered strains. a Lipid quantification of the WT and the engineered strains grown during 3, 5 and 
7 days in media containing the indicated carbon sources. The results are the means of two independent experiments performed in duplicate. The 
error bars represent the standard deviations. The Student’s t test was performed to determine significant differences (P < 0.05). b Lipid profiles of the 
engineered strains grown during 5 days in media containing 8% xylose
WT 8% glc GXX 8% xyl GXX-PX-ß∆ 8% xyl GXX-PX-ß∆ 8% xyl + oil
Fig. 7 Lipid bodies of the A. gossypii engineered strains. Micrographs of the WT and the engineered strains grown during 5 days in media contain‑
ing different carbon sources. 2% oleic acid was added when culture media was supplemented with oil. Lipid bodies were stained with Bodipy and 
visualized under fluorescence microscopy
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of biolipids by the heterologous expression of a phospho-
ketolase pathway in A. gossypii.
Although the GXX strain and derivatives can reach 
equal biomass titers using either glucose or xylose, the use 
of glucose is preferred when both sugars are present in the 
culture media. Indeed, glucose (0.2%) is essential to avoid 
a delay in the germination of spores of A. gossypii. This 
may reflect a general regulatory mechanism of the C5/
C6 sugar uptake by carbon catabolite repression, which 
eventually would interfere with co-fermentation of mixed 
sugars, as described for most bacteria and eukaryotes 
[15]. Therefore, the optimization of xylose uptake using 
engineered xylose-specific transporters can improve the 
simultaneous consumption of mixed sugars [15, 22–25].
In spite of the sequential utilization of xylose by the A. 
gossypii engineered strains, we could detect high concen-
trations of xylitol in the culture media that was eventually 
consumed, which indicate both a high conversion rate of 
xylose to xylitol and an active mechanism of xylitol excre-
tion/uptake in A. gossypii. The transient accumulation of 
xylitol indicates that the XDH activity is a rate-limiting 
step during xylose assimilation. This might be explained 
by the possible effect of a decreased oxygenation of the 
culture when biomass becomes high. Indeed, the oxygen 
availability and aeration conditions were shown to affect 
the enzyme activities for xylitol production in different 
xylose-utilizing microorganisms [26–28]. Alternatively, 
the XDH enzyme might become saturated by an excess 
of the substrate, thus triggering an increase of the excre-
tion of xylitol. The high concentration of xylitol in the 
culture media (22.9 g/L in 8% xylose media, Fig. 4c) has a 
prominent biotechnological interest, since A. gossypii can 
be also considered a potential microbial factory for the 
industrial production of xylitol. Thus, depending of the 
composition of the culture media, yields between 0.5 and 
0.97 g of xylitol per gram of xylose were measured.
We have previously reported engineered A. gossypii 
strains that are able to accumulate high levels of lipids 
in oil-based culture media [13]; however, when sugar-
based substrates are used, the lipid biosynthesis capac-
ity of microbial catalysts is often hindered by regulatory 
mechanisms controlling the de novo lipid synthesis [29, 
30]. The overexpression of a phosphoketolase pathway in 
our GXX-PX strain induced an increase of lipid synthe-
sis, thus demonstrating that metabolic flux is channeled 
from X5P toward the synthesis of acetyl-CoA. This strat-
egy was previously used for the production of fatty acid 
ethyl esters in S. cerevisiae [20]. Also, although an addi-
tional increase in lipid synthesis is obtained by blocking 
the beta-oxidation oxidation pathway in the GXX-PX-ß∆ 
strain, our results suggest that the lipid degrading activ-
ity of this pathway may not be very high in the GXX-PX 
strain under the conditions assayed (8% xylose).
Strikingly, the GXX strain produced more lipids 
than the wild-type in glucose-based media during the 
3–5  days of culture. The presence of a constitutively 
active XR-XDH-XK pathway in the GXX strain might 
affect the activity of the PPP, which has been shown to 
metabolize a 30% of the glucose-6-P pool in A. gossypii 
[31]. In turn, an increase of the PPP in the GXX strain 
might contribute to increase the generation of reducing 
power in the form of NADPH, which eventually triggers 
a higher lipid production. Indeed, the reducing power of 
NADPH/NADH has been shown to play a determinant 
role in the fatty acid synthesis in oleaginous fungi [32].
Other reports have described genetic customization 
of microorganisms for the production of lipids from 
xylose. In the oleaginous yeast Y. lipolytica, the het-
erologous expression of the oxidoreductase pathway 
(XR-XDH) from S. stipitis in combination with other 
manipulations have been described in two recent works: 
Ledesma-Amaro et al. [33] have shown the combination 
of XR-XDH from S. stipitis with the overexpression of 
the endogenous XK in a lipid overproducer genetic back-
ground, thus obtaining a 35% of CDW in lipid accumu-
lation under controlled bioreactor conditions; besides, 
Li and Alper [34] also described the use of XR and XDH 
from S. stipitis along with adaptive-evolutionary engi-
neering in a strain which is able to accumulate 15  g/L 
of lipids in bioreactor fermentations. In addition, lipid 
production from xylose has also been described in ole-
aginous yeast that are able to naturally utilize xylose such 
as Rhodosporidium toruloides and Mortierella isabellina 
with lipid titers of 9.5 and 18.5 g/L, respectively [35, 36]. 
While R. toruloides was engineered to overexpress the 
lipogenic genes ACC1 and DGA1 [36], culture conditions 
were optimized for lipid accumulation from xylose in M. 
isabellina [35]. In comparison, our engineered strains 
showed less capacities for lipid accumulation (9–13% of 
CDW) in the conditions assayed; however, it is worthy to 
mention that the use of A. gossypii presents biotechno-
logical advantages regarding downstream processing and 
genome engineering, which allow a significant room for 
improvement of the xylose-utilizing strains.
Lipid titers in our engineered strains may also be 
constrained by mechanisms affecting the biosynthesis 
of fatty acids such as feedback inhibition and cofactor 
imbalance. In this regard, it has been described that acyl-
CoA esters regulate the activity of the fatty acid synthase 
and the acetyl-CoA carboxylase in S. cerevisiae [29, 37]. 
Hence, customized microorganisms lacking metabolic 
bottlenecks for lipid production have been described, 
providing evidence that rewiring the de novo lipid regu-
lation can increase the conversion yields of carbohy-
drates to lipids [30, 37–39]. Further work is foreseen in 
A. gossypii to improve the conversion of carbohydrates to 
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lipids either by engineering the regulators of lipid synthe-
sis or introducing additional lipidogenic manipulations. 
Indeed, our recent results anticipate that feedback regu-
lation of lipogenic genes exerted by the acyl-CoA pool in 
A. gossypii can be abrogated using engineered alleles of 
the MGA2 gene (unpublished results).
In this work, flask cultures with controlled concen-
trations of xylose in rich media have been performed. 
However, the exploitation of xylose-rich resources also 
requires the identification of the critical parameters 
affecting fermentation productivity. In this regard, the 
optimization of the culture conditions and downstream 
processing in a controlled bioreactor most likely would 
increase titer, yield, and productivity of the xylose-utiliz-
ing engineered strains of A. gossypii.
Conclusions
We present here a proof-of-concept study demonstrating 
the undertaking potential of A. gossypii as a competitive 
biocatalyst for the industrial production of biolipids from 
xylose. The importance of the present work relies on the 
feasibility of A. gossypii as a cell factory, which enables the 
application of systems metabolic engineering, fluxom-
ics, and model-based approaches for the generation of 
improved strains with broad-range abilities for microbial 
fermentations. A large number of applications for the use 
of xylose-rich lignocellulosic feedstocks are being recently 
reported such as the production of ethanol, butanol, 
butanediol, hexadecanol, and organic acids [40–43]. 
Hence, it is worthy to mention that enabling A. gossypii to 
use xylose as the only carbon source opens new opportu-
nities for the harnessing of xylose-rich substrates not only 
for the production of microbial oils, but also a wide range 
of high-value industrial products such as fine chemicals, 
riboflavin and other vitamins, purines, and xylitol.
Methods
Ashbya gossypii strains and growth conditions
The A. gossypii ATCC 10895 strain was used and consid-
ered a wild-type strain. Other A. gossypii strains used in 
the study are listed in Additional file  4. Ashbya gossypii 
cultures were initiated with spores (106 spores per liter) 
and carried out at 28  °C in MA2-rich medium using 
either glucose and/or xylose as carbon sources at the 
indicated concentrations [6]. Ashbya gossypii transfor-
mation, its sporulation conditions, and spore isolation 
were as described previously [6, 44]. Concentrations of 
250  mg/L for geneticin (G418) (Gibco-BRL) were used 
where indicated.
Gene overexpression and gene deletion
Different transformation cassettes were used either for 
the overexpression of endogenous genes (i.e., GRE3, 
XYL2, and XKS1), the overexpression of heterologous 
genes (i.e., pta and xpkA) or gene deletion.
For the overexpression of endogenous genes, the pro-
moter sequence of the AgGPD gene was integrated 
upstream of the ATG initiator codon of each gene. Over-
expression cassettes comprising the AgGPD promoter 
(PAgGPD) and the loxP-KanMX-loxP selectable marker, 
conferring resistance to G418, were PCR-amplified using 
specific primers for each gene (Additional file 5).
For the overexpression of heterologous pta and xpkA 
genes, each open reading frame was PCR-amplified using 
specific primers for each gene (Additional file  5). The 
pta ORF was amplified from Bacillus subtilis genomic 
DNA and the xpkA ORF was amplified from the plasmid 
pMPa (Dr. Jens Nielsen), which has been described else-
where [20]. The overexpression modules comprised two 
recombinogenic flanks, a selection marker loxP-KanMX-
loxP, and the corresponding ORF with both promoter 
and terminator sequences (Additional file  2). For the 
overexpression of the pta gene, recombinogenic flanks 
targeting the ADR304W locus were used, and the regula-
tory sequences were the promoter of AgGPD and the ter-
minator of AgPGK1. For the overexpression of the xpkA 
gene, recombinogenic flanks targeting the AGR034C 
locus were used, and the regulatory sequences were the 
promoter of AgGPD and the terminator of AgENO2. All 
fragments for each overexpression module were PCR-
amplified (see Additional file  5 for primer sequences), 
verified by DNA sequencing and assembled following a 
one-pot DNA-shuffling method using the sequence of 
the BsaI restriction enzyme in the acceptor vector, as 
previously described [45]. The overexpression modules 
were finally isolated by enzymatic restriction with SapI.
For the deletion of AgPOX1, a gene replacement cas-
sette was constructed for the POX1 gene by PCR ampli-
fication of the loxP-KanMX-loxP marker (see primer 
sequences in Additional file 5).
Spores of A. gossypii were transformed with the cor-
responding overexpression/deletion cassettes, and posi-
tive clones were selected in G418-containing medium. 
Homokaryon clones were obtained by sporulation of the 
primary transformants. The correct genomic integration 
of each overexpression/deletion cassette was confirmed 
by analytical PCR followed by DNA sequencing. Gene 
overexpression was further analyzed by qRT-PCR. The 
loxP repeated inverted sequences present in the loxP-
KanMX-loxP marker enabled the selection marker to be 
eliminated and subsequently reused by expressing a Cre 
recombinase, as described elsewhere [13].
Quantitative real‑time PCR
Quantitative real-time PCR (qRT-PCR) was performed 
with a LightCycler 480 real-time PCR instrument (Roche), 
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using SYBR Green I master mix (Roche) and following 
the manufacturer’s instructions. Total RNA samples were 
obtained as described previously [9], and cDNA samples 
were prepared using the Transcriptor First Strand cDNA 
Synthesis Kit (Roche). Primer sequences are indicated 
in Additional file  5. All real-time PCR reactions were 
performed in duplicate and in at least two independent 
experiments. Quantitative analyses were carried out using 
the LightCycler 480 software. The mRNA level of the tar-
get genes was normalized to that of AgUBC6 and was cal-
culated using the 2−∆∆Ct method [46].
HPLC analysis of metabolites
Glucose, xylose, xylitol, ethanol, glycerol, and acetate 
from culture supernatants were analyzed with a Waters 
Alliance 2795 High-performance liquid chromatography 
system equipped with a REZEX ROA Organic Acid H+ 
(8%) column coupled to RI detector (Waters 410). The 
mobile phase was 0.005 N H2SO4 and the flow rate was 
0.6  mL/min. All samples were filtered through 0.45  µm 
filters and 25 μL of each sample were injected.
Lipid extraction for gravimetric quantitative analysis
Lipids were extracted from 50 mL flask cultures grown in 
MA2-rich media with carbon sources at indicated con-
centrations. The cultures were initiated from an over-
night pre-inoculum and were incubated for 3–7  days at 
28 °C and 200 r.p.m. The mycelium biomass was collected 
by filtration, lyophilized and the dry cell weight of each 
sample was determined. Extraction with chloroform/
methanol was performed by applying a modification of 
Folch’s method [47, 48]; equal volumes of methanol and 
chloroform were added to the mycelium powder and 
mixed vigorously by vortex. Then ½ volume of H2O was 
added and mixed again. After centrifuging for 5  min at 
2000 r.p.m., the lower organic phase was collected and 
the total fatty acids content was determined gravimetri-
cally after evaporation of organic solvents.
Lipid extraction for gas chromatography and mass 
spectrometry analyses
Lyophilized biomass was resuspended in 1 mL of methanol 
and sulfuric acid (97.5% methanol and 2.5% sulfuric acid) 
with an internal standard. The samples were incubated at 
80 °C for 1.5 h. The reaction that takes place is a transes-
terification of triglycerides with methanol in presence of an 
acid catalyst. This reaction is necessary for the subsequent 
detection of methyl esters of fatty acids in the gas chro-
matograph. The reaction was stopped by the addition of 
1.5 mL H2O. Then 0.45 mL of hexane was added and the 
mixture was vigorously stirred. The upper phase was recov-
ered after centrifugation for 5  min to 2500 r.p.m. 100  μL 
was collected and placed in glass vials for subsequent 
analysis. Methyl esters of fatty acids dissolved in hexane 
were analyzed on a gas chromatograph coupled to a mass 
spectrometer (GC–MS). GC–MS was carried out using 
the GC17 Shimazdy gas chromatograph and Shimazdy 
QP5000 mass spectrometer. A column DB-5 (30  m long, 
0.25  mm internal diameter and 25  μm of film) was used. 
The conditions for the analysis were as follows: it was used 
helium with a flow of a 1.3 mL/min as a carrier gas, with 
a Split-ratio 60:1. The injector temperature was 270 °C and 
the interface temperature was 290  °C. The oven followed 
this program: initial temperature of 90 °C for 5 min, a ramp 
of 12 °C/min to 190 °C, and a ramp of 4 °C/min to 290 °C. 
The fatty acids were identified by comparison with the 
methyl esters of fatty acids of standard commercial sample 
(FAME32; Supelco). The total quantification of fatty acids 
was carried out following the method of standard internal 
pattern using 50 μg of heptadecanoic acid C17:0 (Sigma).
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A B S T R A C T
This work presents the exploitation of waste industrial by-products as raw materials for the production of mi-
crobial lipids in engineered strains of the filamentous fungus Ashbya gossypii. A lipogenic xylose-utilizing strain
was used to apply a metabolic engineering approach aiming at relieving regulatory mechanisms to further in-
crease the biosynthesis of lipids. Three genomic manipulations were applied: the overexpression of a feedback
resistant form of the acetyl-CoA carboxylase enzyme; the expression of a truncated form of Mga2, a regulator of
the main Δ9 desaturase gene; and the overexpression of an additional copy of DGA1 that codes for diacylglycerol
acyltransferase. The performance of the engineered strain was evaluated in culture media containing mixed
formulations of corn-cob hydrolysates, sugarcane molasses or crude glycerol. Our results demonstrate the effi-
ciency of the engineered strains, which were able to accumulate about 40% of cell dry weight (CDW) in lipid
content using organic industrial wastes as feedstocks.
1. Introduction
The sustainable and circular bioeconomy constitutes a new chal-
lenge for the near future that aims at using renewable biological re-
sources to produce food, materials and energy. Hence, a sustainable
bioeconomy can turn organic wastes and residues into valuable re-
sources (European Commission, 2018). In this regard, the development
of new technologies and microbial biocatalysts for the biotransforma-
tion of industrial wastes into high-value products is an important issue
for the industrial biotechnology. Consequently, different approaches
are being implemented for the valorization of waste low-cost substrates
such as lignocellulosic hydrolysates, crude glycerol, molasses, waste
cooking oil, wastewaters and animal or plant food waste (Qin et al.,
2017; Ravindran and Jaiswal, 2016). Indeed, the lignocellulosic bior-
efinery industry has received much attention from the EU and re-
presents an important element of the future European bioeconomy
(Hassan et al., 2019). These strategies broaden horizons for the sus-
tainable production of biofuels, nutraceuticals, enzymes, bioactive
compounds, bioplastics and nanoparticles, among others (Ravindran
and Jaiswal, 2016).
Microbial lipids can be used for the production of many valuable
chemicals with applications as biofuels, nutraceuticals and oleochem-
icals (Lennen and Pfleger, 2013). Microbial lipids are produced by a
wide range of microorganisms such as filamentous fungi, microalgae,
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bacteria and yeast, which can be cultivated in a controlled bioreactor
environment. In addition, some microbial biocatalysts can be grown
using low-cost waste substrates and, therefore, represent an ideal ele-
ment for a sustainable bioeconomy (Qin et al., 2017).
Ashbya gossypii is a filamentous hemiascomycete that is currently
exploited for the industrial production of riboflavin (Revuelta et al.,
2017). A complete molecular toolbox for strain engineering is available
for A. gossypii, including genomic, bioinformatic, and biotechnological
tools (Aguiar et al., 2015; Dietrich et al., 2004; Jiménez et al., 2019;
Ledesma-Amaro et al., 2018). In terms of bioprocessing, A. gossypii has
the ability to grow using low-cost substrates and presents inexpensive
downstream processing (Schwechheimer et al., 2016), thereby making
this fungus a suitable microbial chassis for the implementation of effi-
cient bioprocesses. Thus, A. gossypii has been proposed as an efficient
biotechnological chassis for the production of different high-added
value compounds such as folic acid (Serrano-Amatriain et al., 2016),
nucleosides (Ledesma-Amaro et al., 2015a), recombinant proteins
(Aguiar et al., 2017), γ-lactones (Silva et al., 2019) and microbial lipids
(Ledesma-Amaro et al., 2018, 2015b).
In this regard, the production of microbial lipids in A. gossypii from
xylose and sugarcane molasses has been reported using different me-
tabolic engineering strategies (Díaz-Fernández et al., 2017; Lozano-
Martínez et al., 2017). The endogenous xylose-utilizing pathway was
overexpressed, together with an heterologous phosphoketolase
pathway, channeling the xylose carbon flux towards the biosynthesis of
microbial lipids (Díaz-Fernández et al., 2017). In addition, the expres-
sion of a truncated form of Mga2, a regulator of the main Δ9 desaturase
gene OLE1 (Fig. 1), was demonstrated to be effective for increasing the
biosynthesis of fatty acids (FA) in culture media containing either
glucose or sugarcane molasses (Lozano-Martínez et al., 2017). How-
ever, the production of lipids did not exceed 25% of the cell dry weight
(CDW), thereby suggesting that regulatory mechanisms might hamper
the biosynthesis of lipids in A. gossypii.
The existence of major bottlenecks due to feedback inhibition of
lipogenic enzymes has been described (Fig. 1): the acetyl-CoA carbox-
ylase (Acc1), which is the initial and rate-limiting enzyme of FA bio-
synthesis, can be inhibited both by saturated FA and by Snf1-dependent
phosphorylation (Qiao et al., 2015; Woods et al., 1994). Also, the fatty
acyl-CoA pool can regulate the activity of the FA synthase (FAS), the
Acc1 and the Δ9 desaturase (Ole1) in yeasts (Neess et al., 2015; Qiao
et al., 2015). Indeed, previous works succeeded at increasing the bio-
synthesis of lipids by abolishing those regulatory bottlenecks (Pfleger
et al., 2015). For example, the simultaneous overexpression of Δ9 de-
saturase, Acc1 and diacylglycerol acyltransferase (Dga1) contributed to
the reduction of saturated FAs and resulted in a significant increase of
the lipid titer in Yarrowia lipolytica (Qiao et al., 2015). Also, the use of
feedback resistant mutants of ACC1 and the overexpression of DGA1
have been proved to be successful metabolic engineering strategies
aimed at increasing the lipid productivity (Blazeck et al., 2014; Shi
et al., 2014).
This work presents a combined approach both for alleviating reg-
ulatory bottlenecks of lipid biosynthesis and utilizing different in-
dustrial wastes for the production of microbial lipids in A. gossypii.
Hence, engineered strains of A. gossypii are reported to accumulate up
to 40% of CDW, following a multi-wastes valorization approach, using
corn-cob lignocellulosic hydrolysates (CCh), sugarcane molasses or
crude glycerol. The utilization of these industrial by-products as effi-
cient feedstocks for microbial fermentation is further discussed.
2. Materials and methods
2.1. A. gossypii strains and general growth conditions
The A. gossypii GXX-PX strain (A729) was used as the parental strain
Fig. 1. Schematic representation of the biosynthesis of lipids. A simplified model of the biosynthesis of lipids from xylose is depicted. Engineered targets are indicated
in bold. Negative regulation is indicated by red lines; positive regulation is indicated by green lines. Blue arrows denote metabolic steps that were activated in this
work. The cofactor balances of XR and FAS reactions are shown in red. XR, xylose reductase; XDH, xylitol dehydrogenase; XK, xylulose kinase; PKT, phosphoketolase;
PTA, phosphotransacetylase; ACC1, acetyl-CoA carboxylase; FAS, FA synthase; OLE1, 2, Δ9 desaturase; DGA1, diacylglycerol acyltransferase. (For interpretation of
the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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(Díaz-Fernández et al., 2017). A. gossypii spore isolation and sporulation
conditions were as described previously (Jiménez et al., 2005). Cultures
were grown at 28 °C and 200 r.p.m. using either MA2-rich medium
(Jiménez et al., 2005) or AFM-rich medium (Aguiar et al., 2014) with
the indicated carbon sources. Concentrations of 250mg/L for geneticin
(G418) (Gibco-BRL) were used where indicated.
2.2. Gene manipulation
For the overexpression of an additional copy of DGA1, an over-
expression integrative cassette was constructed using a Golden Gate
assembly method as previously described (Ledesma-Amaro et al.,
2018). The integrative module comprised recombinogenic flanks tar-
geting the AFR171W locus and a loxP-KanMX-loxP selection marker.
The DGA1 ORF was placed under the AgGPD1 promoter (PAgGPD1) and
the AgPGK1 (TAgPGK1) terminator sequences. For the overexpression of a
feedback resistant form of Acc1 an overexpression integrative cassette
targeting the ACC1 gene was designed. First, an overexpression plasmid
was constructed in vitro comprising recombinogenic flanks targeting the
ACC1 locus, a loxP-KanMX-loxP selection marker, the PAgGPD1 promoter
and the ACC1 wild-type coding sequence (3799 nt). Second, site-di-
rected mutagenesis by inverse PCR was followed to sequentially in-
troduce T1975G (S559A) and T3463G (S1155A) mutations using mu-
tagenic primer pairs. The final construct was linearized and the
transformation cassette was obtained by enzymatic restriction with
NotI. The expression of a truncated form of Mga2 was carried out by
deleting the C-terminal part (residues 850-1139) of AgMga2 as pre-
viously described (Lozano-Martínez et al., 2017).
Spores of A. gossypii were transformed with the corresponding cas-
settes as described previously (Jiménez et al., 2005), and positive
clones were selected in G418-containing medium. Homokaryon clones
were obtained by sporulation of the primary transformants. The correct
genomic integration of each cassette was confirmed by analytical PCR
followed by DNA sequencing. The loxP repeated inverted sequences
present in the loxP-KanMX-loxP marker enabled the selection marker to
be eliminated by expressing a Cre recombinase and subsequently reused
(Aguiar et al., 2014; Serrano-Amatriain et al., 2016).
2.3. Preparation and detoxification of corn cob hydrolysate (CCh)
Corn cob was mixed with water at liquid solid ratio of 8 g/g and
submitted to hydrothermal treatment under non-isothermal conditions
(Tmax of 205 °C), following the operational conditions previously de-
scribed (Garrote et al., 2008), in a 2 L stainless steel reactor (Parr In-
struments Company) equipped with Parr PDI temperature controller
(model 4848). After treatment, autohydrolysis liquor was recovered by
filtration and submitted to dilute acid treatment (0.5% w/w H2SO4 for
165min at 125 °C), as described elsewhere (Rivas et al., 2006). The CCh
was neutralized with CaCO3 until pH 5.
Inhibitor compounds (namely, furfural, HMF and phenolic com-
pounds) were removed using activated charcoal and ionic exchange
resins (Cunha et al., 2019). CCh was mixed with activated charcoal
(10 g of hydrolysate/g of activated charcoal) for 60min in agitation for
phenolic compounds removal. After that, the hydrolysate was
submitted to ion exchange resins treatment. Hydrolysate was mixed
with Amberlite IR-120 resin (H+ form) at ratio of 10 g of resin/g of
hydrolysate for 60min in agitation. Then, the cationic resin was re-
moved by filtration and the hydrolysate was mixed with Mto-Dowex
anionic resin (OH– form) at ratio 20 g of resin/g of acetic acid.
Finally, the pH of the detoxified CCh was adjusted to 6.8 with KOH
(5M) before sterilization by filtration and then CCh was added to the
media at a final concentration of 50% v/v, in order to keep the con-
centration of xylose within the range of 10–15 g/L.
2.4. Preparation and detoxification of crude glycerol
Crude glycerol was kindly provided by CVR-Centre for Waste
Valorisation (Guimarães, Portugal) and, before use, it was prepared as
previously described (Ruhal et al., 2011) with slight modifications. The
raw material was first diluted in distilled water (1:4 v/v) to reduce its
viscosity. Then, the pH of the mixture was adjusted to 3 with HCl (6M)
to convert soap into free FA. The precipitates formed were separated
from the mixture by centrifugation at 7000 r.p.m. for 10min. Next, the
pH was adjusted to 12 with KOH (5M) and the suspension filtrated in
order to remove suspended debris. Subsequently, the pH of the filtrate
was adjusted to 6.8–7.0. Finally, the methanol contained in the solution
was removed by autoclaving and the concentration of glycerol quanti-
fied by HPLC. Crude glycerol was then added to the medium at a final
concentration of 1% w/v.
2.5. Lipid production conditions
Mycelia of each strain was scrapped off agar-solidified MA2 after
2.5 days of growth and treated with 7.5mg/mL of lysing enzymes from
Trichoderma harzianum (Sigma-Aldrich) until obtaining homogeneously
dispersed mycelia (≈ 1 h). After washing and resuspension in culture
medium (1.5 mL/plate), 1 mL of this pre-inoculum was used to in-
oculate 250mL shake-flasks containing 50mL of medium. Initial
characterization of the generated strains was performed in AFM con-
taining 2% w/v xylose or 1% w/v xylose plus 1% w/v glucose/glycerol
as main carbon sources. Medium formulations containing low-cost
substrates and AFM-based supplement (10 g/L yeast extract, 10 g/L
tryptone and 1 g/L myo-inositol) were further evaluated as production
media (Table 1). A. gossypii cultures were carried out in an orbital-
shaker at 28 °C and 200 r.p.m. and samples were taken at defined time
intervals to monitor growth (through CDW determination of lyophilized
biomass samples), sugar/glycerol consumption and lipid accumulation.
2.6. Total lipid extraction for quantitative analysis
Mycelial biomass from liquid cultures was collected by filtration,
lyophilized and the dry cell weight of each sample was determined.
Lipid extraction from 10 to 15mg of the lyophilized biomass was car-
ried out with chloroform/methanol by applying a modification of the
Folch’s method (Schneiter and Daum, 2006): equal volumes of me-
thanol and chloroform were added to the mycelium powder and mixed
vigorously. Then, 1/2 vol of 1M NaCl was added, mixed vigorously and
centrifuged for 5min at 2000 r.p.m. The lower organic phase was
Table 1
Low-cost substrate media formulations used for microbial lipid production.
Media Concentration (g/L)
Xylose Sucrose Glucose Fructose Glycerol
50% CCha plus 4% sugarcane molassesb 15.1 ± 1.4 20.3 ± 5.4 2.6 ± 0.7 – –
50% CCha plus 1% crude glycerola 12.9 ± 0.3 – – – 13.5 ± 0.5
(–) not present.
a CCh and crude glycerol were prepared as indicated in the Materials and Methods section.
b Sugarcane molasses were used without detoxification as kindly provided by RAR: Refinarias de Açúcar Reunidas, S.A. (Porto, Portugal).
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collected and dehydrated by addition of an excess of anhydrous sodium
thiosulfate. Finally, the samples were filtered and the total lipid content
was determined gravimetrically after evaporation of organic solvents
using a rotary evaporator.
2.7. Lipid extraction for GC–MS analyses
Lyophilized biomass (5–10mg) was ground in screw-capped glass
tubes (Duran) using a glass rod and resuspended in 1mL of a solution of
2.5% (v/v) sulfuric acid in methanol containing 50 µg of internal
standard. The tubes were then closed with Teflon caps and incubated at
80 °C for 100min, making sure that no evaporation of solvent occurred.
The reaction was stopped with 1mL of 1M NaCl and 0.5mL of n-
hexane was added to the mixture. Fatty acid methyl esters (FAMES)
were extracted into the organic phase by vigorous stirring. The tubes
were then centrifuged at room temperature for 5min at 2500 r.p.m. and
approximately 0.3 mL of the upper organic phase was collected into
2mL glass vials closed with Teflon caps. Just before analysis, the
samples were dehydrated by addition of an excess of anhydrous sodium
thiosulfate and transferred to new vials containing 200 µL glass inserts.
GC–MS was carried out in a Scion SQ™ 436 GC–MS (Bruker), using a
SLB-IL 100 column (30m long, 0.25mm internal diameter and 0.20 µm
of film; Supelco). For the analyses, helium was used as carrier gas at a
flow rate of 1mL/min, and 1 µL of sample was automatically injected
with the following programmed split ratio: initial split ratio of 1:20 for
0.01min, which was then turned off for 0.49min, next a split ratio of
1:100 was used for 0.5 min, after which it was switched again to 1:20
indefinitely. The injector temperature was 250 °C and the interface
temperature was 200 °C. The oven program was as follows: initial
temperature of 90 °C for 5min, a ramp of 12 °C/min to 190 °C, and a
ramp of 4 °C/min to 230 °C. MS detection was from 50 to 500 Da. The
FAs were identified by comparison with the FAMES of the commercial
standard FAME37 (Supelco). The total quantification of FAs was carried
out following the method of standard internal pattern using 50 µg/mL
of heptadecanoic acid C17:0 (Sigma).
2.8. HPLC analyses
Samples from liquid cultures were analysed by HPLC for sugars
(xylose, glucose, fructose, sucrose) and glycerol determination. Xylose,
xylitol and glycerol were quantified using a refractive index detector
(Jasco) Aminex HPX-87 (BioRad, USA) column and eluted with 0.005M
H2SO4 flow rate 0.6mL/min at 60 °C. Sucrose, xylose, glucose and
fructose were quantified using a refractive index detector (Jasco) and a
Prevail Carbohydrate ES column. A mixture of acetonitrile:water (75:25
v/v) pumped at 0.9mL/min was used as mobile phase at 30 °C.
3. Results and discussion
3.1. Rewiring the regulation of lipid metabolism in A. gossypii
An engineered strain of A. gossypii (A729) with improved lipogenic
capacity using xylose as carbon source was used as a parental strain
(Díaz-Fernández et al., 2017). This strain was previously engineered to
overexpress the native xylose-utilizing pathway of A. gossypii (GRE3,
xylose reductase; XYL2, xylitol dehydrogenase; XKS1, xylulose kinase).
In addition, channeling of metabolic flux towards lipid biosynthesis was
achieved in the A729 strain by heterologous overexpression of a
phosphoketolase pathway (xpkA, xylulose-5P phosphoketolase, from
Aspergillus nidulans and pta, phosphotransacetylase, from Bacillus sub-
tilis).
Envisioning the further improvement of the lipogenic capacity of
this xylose-utilizing strain, three metabolic engineering strategies were
carried out to alleviate the feedback inhibition over Acc1 and FAS in A.
gossypii (Fig. 1). The first strategy involved the overexpression of a
mutant allele of ACC1 to abolish posttranslational regulation of Acc1. It
has been shown that substitution of the residues Ser659 and Ser1157 by
non-phosphorylatable residues resulted in an enhanced activity of Acc1
in Saccharomyces cerevisiae (Shi et al., 2014). Both Ser659 and Ser1157
residues are conserved in the A. gossypii Acc1 enzyme. Consequently, an
overexpression cassette was constructed for the genomic replacement of
the ACC1 with a mutant acc1 allele, where the residues Ser659 and
Ser1157 were mutated to Ala. The second strategy was aimed at re-
ducing saturated FAs, by increasing the activity of the Δ9 desaturase, to
prevent their inhibitory effect over Acc1. It has been shown that the
overexpression of the endogenous OLE1/OLE2 genes, coding for Δ9
desaturases, did not enhance the lipid biosynthesis in A. gossypii
(Lozano-Martínez et al., 2016). However, the expression of a cytosolic
C-terminal truncated form of Mga2 (mga2-ΔC-term), which is a positive
regulator of OLE1,2, resulted in a significant increase of the total lipid
content in A. gossypii (Lozano-Martínez et al., 2017). Therefore, the
expression of the mga2-ΔC-term allele was combined with the over-
expression of the acc1S659A, S1157A in the engineered strain A842. With
these modifications, the total lipid content of this strain increase up to
1.3 fold compared to the parental strain A729 when both strains were
grown in AFM containing 2% (w/v) xylose (Fig. 2A). A third strategy
was further designed as a metabolic sink for the fatty acyl-CoA pool
through the overexpression of an additional copy of DGA1, which is
considered a lipogenic enhancer (Blazeck et al., 2014). Hence, the re-
duction of the fatty acyl-CoA pool by its redirection towards the bio-
synthesis of triacylglycerols (TAG) should contribute to diminish the
negative regulatory effects of the acyl-CoAs in the engineered strain
A877, which combines all the genetic manipulations described (Fig. 1).
Accordingly, the total lipid content of this strain reached 25.2 ± 1.7%
Fig. 2. Lipid production by engineered strains of A. gossypii grown in synthetic media. A, total lipid content of the strains A729, A842 and A877 grown in AFM media
containing 2% xylose as carbon source. B, lipid profile of the A877 strain grown in AFM media containing different combinations of carbon sources. The results are
the means of three independent experiments. The error bars represent the standard deviations.
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of CDW, which is 1.5 fold the lipid content in the parental strain grown
under the same conditions (Fig. 2A). When grown in AFM containing a
mixture of 1% w/v xylose plus 1% w/v glucose/glycerol instead of 2%
xylose, the maximum amount of lipids accumulated by the strain A877
remained similar (27.9 ± 3.2% in xylose plus glucose and 28 ± 1.9%
in xylose plus glycerol), as well as its FA profile (Fig. 2B). However, the
mixture of xylose with glucose/glycerol allowed attaining lipid titers
higher than those attained with xylose alone (1.4 ± 0.2 gLipids/L in
xylose+ glucose and 1.7 ± 0.1 gLipids/L in xylose+ glycerol vs
0.8 ± 0.1 gLipids/L in xylose).
Simulations performed with the genome-scale metabolic model of S.
cerevisiae indicated that the combination of xylose metabolism through
the phosphoketolase pathway (which is heterologously expressed in the
A. gossypii strain A877) with glucose metabolism through glycolysis
could lead to an increase in the yield of lipids per substrate consumed,
as compared to xylose metabolism alone (Caspeta and Nielsen, 2013).
In agreement with these predictions, the mixture of xylose with glucose
increased the yield of biomass (and lipids), from 42.6 ± 0.7 (and
10.7 ± 0.7) g/molxylose to 106.3 ± 3.0 (and 26.2 ± 2.8) g/
molxylose+glucose, which justifies the observed increase in lipid titer in
xylose+ glucose cultures as compared to xylose cultures.
On the other hand, the overproduction of microbial lipids mostly
depends on both the availability of immediate precursors and the
continuous supply of NADPH as reducing power (Ratledge, 2004),
which is also required for xylose reduction by xylose reductase (XR)
(Fig. 1). Glycerol can be metabolized through glycerol-3-phosphate,
which is the first committed precursor of the triglyceride biosynthetic
pathway and therefore can be readily utilized for lipid biosynthesis
(Wang et al., 2001; Zheng and Zou, 2001) (Fig. 1). The genome of A.
gossypii encodes syntenologs of the yeast genes that are responsible of
glycerol dissimilation (Gomes et al., 2014). Therefore, the combination
of xylose with glycerol, a carbon source that besides being a direct
source of important precursors for lipid biosynthesis (Fig. 1) also owns a
higher degree of reduction than sugars, should positively contribute to
lipid production by A. gossypii A877. Accordingly, the mixture of xylose
with glycerol led to a slight increase in the yield of lipids (from
10.7 ± 0.7 g/molxylose to 12.9 ± 0.3 g/molxylose+glycerol), whereas the
biomass yield remained similar (42.6 ± 0.7 g/molxylose vs
47.6 ± 3.6 g/molxylose+glycerol).
Altogether, these results suggest that the A877 strain is a promising
biocatalyst for the production of microbial lipids from xylose-rich lig-
nocellulosic hydrolysates mixed with other low-cost carbon sources.
Multi-wastes valorization approaches have recently been described as a
promising strategy for improvement of lignocellulosic-based processes
(Cunha et al., 2018). Hence, further characterization of the growth
kinetics and the lipogenic capacity of this strain was devised using
different formulations of industrial by-products.
3.2. Utilization of CCh and sugarcane molasses for the production of
microbial lipids in A. gossypii
Lipid production from agroindustrial wastes has emerged as a pro-
mising alternative for the development of sustainable processes. Hence,
the valorization of industrial wastes represents an important challenge
for the biotechnological production of high-value metabolites.
Recently, several low-cost and renewable carbon sources such as lig-
nocellulosic hydrolysates, molasses and crude glycerol have been tested
for single cell oil production by oleaginous yeast and filamentous fungi
(Chaiyaso et al., 2019; Ganatsios et al., 2017; Gong et al., 2016; Ruan
et al., 2012). Therefore, additional experiments focused on the char-
acterization of the engineered strains in culture media formulations
containing CCh and sugarcane molasses, which mainly contained xylose
and sucrose, respectively.
CCh was prepared and detoxified to minimize the concentration of
growth inhibitors such as organic acids and furan compounds (Cunha
et al., 2019). Then, flask cultures in medium containing 50% v/v of
detoxified CCh plus 4% w/v of sugarcane molasses were carried out
with the strains A729 and A877. The initial concentration of carbohy-
drates in culture media are indicated in Table 1. The biomass produc-
tion and sugar consumption were recorded until the carbon source was
exhausted (Fig. 3). The results show that both strains were able to use
the xylose and sucrose from the culture media for cell growth (Fig. 3);
with sucrose being consumed more efficiently than xylose by both
strains. Remarkably, the strain A729 was able to consume all the sugars
after 4–5 days of culture, in contrast to the strain A877 that lasted
7 days until the carbon source was exhausted (Fig. 3). It is worthy to
mention that the strain A729 suffered a sporulation and re-growth cycle
when the hexose sugars were depleted in the culture media (36–48 h).
This effect might be explained by a different utilization rate of hexose
and pentose sugars in the A729 and A877 strains. Hence, the absence of
sporulation might have contributed to increase the yield of biomass in
the strain A877, which was higher than that in the strain A729
(Table 2).
Total lipid production of the two engineered strains was measured
at different time-points during the stationary phase. As shown in the
Fig. 4A, the strain A877 reached 38.1 ± 1.5% of CDW in lipid content
at the end of the culture, which represents an increase of about 2.4-fold
with regard to the parental strain. Noteworthy, the lipid titer achieved
by strain A877 in this medium was about 2.7-fold higher than that
achieved in synthetic AFM containing xylose plus glucose (Table 2).
Fig. 3. Utilization of CCh plus sugarcane molasses by engineered strains of A. gossypii. Biomass production (CDW) and sugar consumption of the strains A729 (left
panel) and A877 (right panel) grown in 50% CCh plus 4% sugarcane molasses. The results are the means of three independent experiments. The error bars represent
the standard deviations.
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The improved lipid titer can be explained by a higher concentration of
sucrose/glucose in the CCh+molasses culture media (Table 1) that
promoted a higher biomass density during the first 48 h of culture.
These results demonstrate that co-fermentation of xylose-rich hydro-
lysates together with sucrose-rich molasses is a novel and efficient
strategy for the production of microbial lipids in A. gossypii. Indeed,
lipid accumulation is highest when mixed CCh-molasses are used,
compared with cultures containing either CCh or molasses alone. In
agreement with these results, the co-fermentation of sweet potato vine
hydrolysate and molasses by Trichosporon fermentans was reported to
increase its lipid content, as compared with fermentation of pure mo-
lasses (Shen et al., 2015).
In this regard, the mixture of xylose with glucose was shown above
to promote the increase in lipid (and biomass) yields in strain A877.
Moreover, it has been reported that the utilization of xylose in A. gos-
sypii at early stages of culture can be hindered by an insufficient amount
of biomass, thus causing an extended lag-phase (Díaz-Fernández et al.,
2017). However, during the co-fermentation of xylose-rich and sucrose-
rich wastes, the invertase activity of A. gossypii, which is responsible for
the hydrolysis of sucrose (Aguiar et al., 2014), releases hexose sugars to
strongly promote cell growth at early stages of culture, consequently
decreasing the lag phase.
The consumption of xylose in the strain A877 at high biomass
densities might be compromised by the availability of reducing power.
Specifically, NADPH is extensively required for increased production of
lipids in the rewired biosynthetic FA metabolism of strain A877, and
therefore it might be lacking for the activity of XR, the first enzyme
involved in the metabolism of xylose (Fig. 1). In addition, the results
might indicate that, once biomass has reached high densities, carbon
flux from pentose sugars would be mainly directed for lipid production
(Caspeta and Nielsen, 2013).
The co-utilization of composite sugars derived from pentose-rich
hydrolysates and molasses have been also introduced for the production
of ethanol in S. cerevisiae as well as co-cultures of S. cerevisiae and Pichia
stipitis (Brar et al., 2019), thereby further supporting the strategy for the
valorization of mixed formulations of industrial by-products.
3.3. Utilization of CCh and waste glycerol for the production of microbial
lipids in A. gossypii
The transesterification of vegetable oils and animal fats from dif-
ferent bioprocesses, such as the production of biodiesel, generates crude
glycerol as a by-product. Hence, an increasing demand of biodiesel will
produce an excess of glycerol that can be considered as a promising
feedstock for microbial fermentations (da Silva et al., 2009). In this
context, the mixture of lignocellulosic hydrolysates and biodiesel-de-
rived glycerol has been reported as an interesting strategy for the in-
crease of lipid production (Gong et al., 2016). Therefore, considering
our promising results in synthetic medium, we decided to characterize
the performance of our engineered strains in culture media containing
both CCh and crude glycerol.
Analysis of the growth performance of strains A729 and A877 in
media containing 50% v/v of detoxified CCh plus 1% w/v of crude
glycerol (Fig. 5 and Table 2) revealed that while strain A729 showed a
simultaneous co-utilization of glycerol and xylose, the strain A877 ex-
hibited a lower consumption rate for xylose. Simultaneous assimilation
of glycerol and sugars at the beginning of the culture was also observed
in the co-fermentation of corn stover hydrolysate and molasses for lipid
production by Cryptococcus curvatus (Gong et al., 2016). This effect
concurred with the accumulation of xylitol in the strain A729, which
might reflect the saturation of the enzymatic activity of xylitol dehy-
drogenase (XDH). In contrast, the strain A877, which has a higher li-
pogenic capacity than A729, did not accumulated xylitol (Fig. 5). These
results might be explained in the context of the availability of NADPH
as reducing power both for the activity of XR and for the biosynthesis of
lipids. A lower demand of NADPH for FA biosynthesis in the A729
strain might promote an increase of the XR enzymatic activity, which is
dependent of NAD(P)H, thereby contributing to the saturation of XDH.
Table 2
Yields and titers for the engineered strains A729 and A877 in low-cost substrate media formulations.
Strain Media Lipid Titera (gLipids/L) Lipid Yield (gLipids/mol) Biomass Yield (gCDW/mol)
A729 AFM 2% xylose 0.96 ± 0.03 8.8 ± 0.3 51.5 ± 2.8
50% CCh+4% molasses 1.8 ± 0.1 12.0 ± 0.8 73.8 ± 5.2
50% CCh+1% glycerol 1.7 ± 0.1 7.9 ± 0.4 45.5 ± 5.3
A877 AFM 2% xylose 0.8 ± 0.1 10.7 ± 0.7 42.6 ± 0.7
AFM 1% xylose+ 1% glucose 1.4 ± 0.2 26.2 ± 2.8 106.3 ± 3
AFM 1% xylose+ 1% glycerol 1.7 ± 0.1 13.8 ± 0.9 55.5 ± 2.4
50% CCh+4% molasses 3.9 ± 0.1 30.7 ± 0.9 90.7 ± 5.9
50% CCh+1% glycerol 3.0 ± 0.2 15.4 ± 0.8 53.2 ± 3.1
a For both strains, the maximun lipid titers reached are shown, time at which the presented parameters were calculated. Since the medium formulations contain
more than one carbon source, yields were determined per mol of substrate consumed.
Fig. 4. Lipid production by engineered strains of A. gossypii using industrial wastes. A, total lipid content of the strains A729 and A877 grown in 50% CCh plus 4%
sugarcane molasses. B, total lipid content of the strains A729 and A877 grown in 50% CCh plus 1% crude glycerol. The results are the means of three independent
experiments. The error bars represent the standard deviations.
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Conversely, the higher lipogenic capacity of the strain A877 might re-
strict the supply of NAD(P)H for XR, thus limiting the consumption of
xylose and, moreover, preventing the accumulation of xylitol. In this
regard, the use of heterologous enzymes for xylose utilization with
different cofactor requirements, such as XR and XDH from innate xy-
lose-fermenting yeasts (Cunha et al., 2019), might help to increase the
xylose consumption rate of the strain A877.
The production of lipids from CCh and crude glycerol was measured
at different time-points of the cultures. In agreement with the previous
results, the strain A877 showed higher titer of total lipids than the
strain A729 (Table 2 and Fig. 4B). The strain A877 was able to accu-
mulate 29.3 ± 0.8% of CDW in lipid content (lipid titer of 3 g/L) using
CCh and crude glycerol, thus demonstrating the efficiency of this strain
for the utilization of mixed waste by-products. In this medium, a higher
degree of mycelial lysis can contribute to the slight decrease of lipid
content at late time-points (Fig. 4B), which may contribute to the
generally lower yields obtained in this medium as compared to CCh
plus sugarcane molasses (Table 2). The increased mycelial lysis in CCh
plus glycerol can be a consequence of a lower content of the carbon
source (Table 1). In addition, the concentration of carbon source that
was consumed either for biomass or lipid production was significantly
lower compared to CCh plus sugarcane molasses.
Similar studies have reported the co-fermentation of crude glycerol
together with fresh yeast extract or ammonium sulfate, using the
oleaginous Y. lipolytica and obtaining lipid titers ranging from 0.8 to
1.3 g/L (Poli et al., 2014). Also, the importance of providing a higher
intracellular NADH/NAD+ ratio, through the co-utilization of glycerol
and mixed sugars has been described for the production of 1,3-propa-
nediol in Clostridium diolis (Xin et al., 2016).
The lipid titers obtained in this work are within the range of pre-
vious reports using flask cultures (Donot et al., 2014; Jagtap and Rao,
2018; Lazar et al., 2018). For example, lipid titers ranging from 1.1 g/L
to 6.7 g/L have been obtained using Y. lipolytica flask cultures [see
(Lazar et al., 2018) and references therein]. Moreover, the optimization
of culture conditions in a fed-batch bioreactor would increase sig-
nificantly the lipid production of the A. gossypii engineered strains.
Indeed, previous works reported the optimization of culture parameters
such as the oxygenation conditions and inoculum densities in bior-
eactors to increase lipid titers over two orders of magnitude, depending
of the carbon source and the fermentation conditions [see (Lazar et al.,
2018) and references therein]. The results hereby presented show the
feasibility of using A. gossipii as a cell factory for the valorization of
industrial waste by-products. Moreover, these results pave the way for
additional valorization processes as alternative genomic manipulations
can determine the use of engineered strains for the production of other
high-added value compounds.
4. Conclusions
This work reports engineered strains of A. gossypii able to accumu-
late 30–40% of CDW in lipid content using wastes as raw materials. The
utilization of CCh, sugarcane molasses and crude glycerol for the pro-
duction of microbial lipids represents an excellent strategy for the va-
lorization of industrial by-products. Downstream optimization in a
controlled bioreactor would increase titer, yield, and productivity of the
engineered strains. The use of A. gossypii as biocatalyst allows the ex-
ploitation of these industrial wastes not only for lipid biosynthesis, but
also for the production of other high-added value compounds such as
riboflavin, folic acid or nucleosides.
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Fig. 5. Utilization of CCh plus crude glycerol by engineered strains of A. gossypii. Biomass production (CDW), xylose and glycerol consumption, and xylitol pro-
duction of the strains A729 (left panel) and A877 (right panel) grown in 50% CCh plus 1% crude glycerol. The results are the means of three independent
experiments. The error bars represent the standard deviations.
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